Monitoraggio e controllo biologico della specie invasiva Aedes albopictus (Diptera: Culicidae) e altre specie di Culicidi a San Pierino (comune di Fucecchio, FI) e San Miniato Basso (PI) by CHIAVACCI, DANIELE
1 
 
UNIVERSITÀ DEGLI STUDI DI PISA 
 
 
DIPARTIMENTO DI BIOLOGIA 
 
LAUREA MAGISTRALE IN CONSERVAZIONE ED EVOLUZIONE 
 
 
tesi di laurea magistrale 
 
MONITORAGGIO E CONTROLLO BIOLOGICO DELLA SPECIE 
INVASIVA AEDES ALBOPICTUS (DIPTERA: CULICIDAE) E DI 
ALTRE SPECIE DI CULICIDI IN SAN PIERINO (COMUNE DI 




        CANDIDATO                                                                     RELATORI 
 
 DANIELE CHIAVACCI                                                 Prof. FABIO MACCHIONI 
 













1.4. Areale d’origine……………………………………………………………………………...…10 
1.5. Distribuzione……………………………………………………………………………………11 
1.6. Analisi genetiche sulle popolazioni di Ae. albopictus…………………………...……………..14 
1.7. Biologia di Ae. albopictus………………………………………………………………………20 
1.8. Ecologia di Ae. albopictus……………………………………………………………………...23 
1.9. Competizione tra larve …………………………………………………………………………25 
1.10. Interesse sanitario………………………………………………………………….…….27 
1.11. Sistemi di monitoraggio…………………………………………………………………32 
1.12. Insetticidi………………………………………………………………………………..33 
1.13. Obiettivi del lavoro……………………………………………………………………...35 
 
2. Materiali e metodi……………………………………………………………………………….....37 
2.1. Aree di studio…………………………………………………………………………………...37 
2.2. Trappole utilizzate……………………………………………………………………………...38 
2.3. Disposizione delle trappole nelle aree di studio………………………………………………..42 
2.4. Larvicidi utilizzati………………………………………………………………………………43 
2.5. Identificazione tassonomica e descrizione morfologica………………………………………..45 
2.6. Esperimento sulla competizione intra-specifica delle larve di Ae. albopictus…………………46 
2.7. Effetti del Diflox® sulle larve di Ae. albopictus……………………………………………….47 
2.8. Verifica presenza di WNV nelle popolazioni di Cx. pipiens e Ae. albopictus di San Pierino.....47 




3.1.1. San Pierino………………………………………………………………………………49 
3.1.2. San Miniato Basso…………………………………………………………..…………..56 
3.1.3. Comparazione dati tra San Pierino e San Miniato Basso…………………………….....62 
3.2. Esperimento sulla competizione tra larve………………………………………………………65 
3.2.1. Numero di sfarfallamenti………………………………………………………………..65 
3 
 
3.2.2. Tempi di sfarfallamento…………………………………………………………………68 
3.2.3. Dimensioni degli adulti………………………………………………………………….71 







4.2. Esperimento sulla competizione tra larve……………………………………………….…82 
4.2.1. Numero di sfarfallamenti…………………………………………………………....82 
4.2.2. Tempi di sfarfallamento……………………………………………………………..83 
4.2.3. Dimensioni degli adulti……………………………………………………...………84 
4.3. Considerazioni finali……………………………………………………………………….84 
 





















1 – INTRODUZIONE 
 
1.1 – Generalità 
 
Le zanzare (Culicidae, Meigen, 1818) sono una famiglia di insetti dell'ordine dei Ditteri (Nematocera: 
Culicomorpha) che costituisce il gruppo più numeroso della superfamiglia dei Culicoidea. Caratteristica 
generale propria dei Culicidi è la capacità del particolare apparato boccale, presente esclusivamente 
nelle femmine, di pungere altri animali e prelevarne i fluidi vitali, ricchi di proteine necessarie per il 
completamento della maturazione delle uova. La presenza di diverse specie ematofaghe associate 
all'uomo e agli animali domestici, attribuisce ai Culicidi una posizione di primaria importanza sotto 
l'aspetto medico-sanitario dato che sono in grado di trasmettere alla vittima microrganismi patogeni [1]. 
Da questo punto di vista, in Italia risultano di primaria importanza la zanzara comune Culex pipiens, da 
sempre presente nel bacino Mediterraneo, e soprattutto Aedes albopictus, più comunemente nota come 
“zanzara tigre”, una specie estremamente invasiva, introdotta in Italia accidentalmente nel 1990. 
Dal suo ingresso in Italia nel 1990, Ae. albopictus si è rapidamente adattata alle nostre latitudini ed ha 
colonizzato nell’arco di 10-12 anni quasi tutte le regioni del Paese dalla pianura alla bassa collina (400-
500 m slm), con focolai discontinui, ma saldamente radicati sul territorio. In particolare, le popolazioni 
della zanzara presenti nelle regioni centro-settentrionali raggiungono alte densità durante la stagione 
calda, infatti le precipitazioni più copiose, unitamente ad una maggiore umidità ambientale, consentono 
uno sviluppo massivo della specie. In presenza di temperature medie superiori ai 25 °C, Ae. albopictus è 
in grado di completare il ciclo di sviluppo – da uovo ad adulto – in meno di 10 giorni. Passando dai 
focolai naturali presenti nelle foreste asiatiche a quelli resi disponibili dalle attività umane, questa specie 
è diventata una tipica zanzara da contenitori artificiali di natura diversa presenti in ambiente peri-
domestico e commerciale-industriale, in grado di sviluppare piccole raccolte d’acqua dolce. In Italia i 
principali focolai larvali presenti sul suolo pubblico sono i tombini stradali per la raccolta delle acque di 
superficie, più raramente le fontane ornamentali e le cavità nei tronchi degli alberi ad alto fusto. Gli 
adulti sono prevalentemente esofili, ovvero riposano all’aperto, al riparo dal sole, tra la vegetazione 
bassa o l’erba alta [2]. 
Ormai l'ISSG (Invasive Species Specialist Group, un organo della IUCN) considera Ae. albopictus una 
delle 100 peggiori specie invasive del mondo [3] poiché è estremamente resistente e si adatta molto 
facilmente a nuovi biotopi [4]. La zanzara tigre, oltre ad avere una forte influenza sull’ambiente e sul 
contesto sociale, è pericolosa per la biodiversità. Per esempio in Nord America l'invasione di Ae. 
albopictus ha avuto un impatto ecologico rilevante ed è stata associata alla diminuzione della densità e 
locale estinzione di altre zanzare [5, 6, 7, 8, 9]. 
La presenza di Ae. albopictus costituisce poi, non solo un notevole fastidio, ma anche un grave 
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problema sanitario poiché è un potenziale vettore di patogeni quali arbovirus, come West Nile Virus 
(WNV), Dengue Virus, Chikungunnya Virus, nematodi (varie specie di filarie) ecc. Il virus responsabile 
della West Nile Fever è già presente nel bacino del Mediterraneo. In Italia un outbreak di WN si è già 
verificato in Toscana (Fucecchio, FI) nel 1998 a carico di soli equini e più recentemente focolai 
epidemici della stessa malattia si sono verificati in Emilia-Romagna e Veneto (2008) anche con casi 
umani [2]. 
La zanzara comune Cx. pipiens, con la quale siamo abituati a convivere da sempre, soprattutto in estate, 
va oggi considerata diversamente. Sulla base di alcune caratteristiche biologiche e del comportamento, 
si distinguono una forma rurale, prevalentemente ornitofila (Cx. pipiens sensu stricto) e una 
prevalentemente antropofila (Cx. pipiens molestus), adattatasi ad ambienti chiusi, più frequenti in un 
contesto urbano. Tuttavia non si è ancora arrivati a definire queste due forme come specie vere e 
proprie, bensì come forme biologiche di un’unica specie, con adattamenti ad ambienti diversi, che 
rappresenterebbero i due estremi di un gradiente di popolazione. Tra queste forme sarebbero infatti 
presenti popolazioni della specie dotate di caratteristiche intermedie, cioè degli ibridi delle due 
sottospecie, che, date le caratteristiche dei genitori, potrebbero risultare le più pericolose come vettori, 
ad esempio del WNV pungendo indifferentemente uccelli, cavalli e uomo [2]. 
Ad oggi, Ae. albopictus e Cx. pipiens rappresentano, di fatto, le uniche due specie di importanza 
sanitaria fra le zanzare della sottofamiglia Culicinae, appartenenti alla fauna italiana. Infatti negli ultimi 
anni il coinvolgimento di queste specie nella trasmissione di agenti patogeni non è più soltanto 
potenziale, ma è diventato una realtà con cui confrontarsi. Di qui l’importanza della conoscenza degli 
aspetti biologici ed ecologici e del ruolo di vettore di questi insetti [2]. 
 
1.2 – Tassonomia e sistematica 
 
Famiglia Culicidae – Nella configurazione attuale la famiglia dei Culicidae è la più vasta e 
rappresentativa nell'ambito della superfamiglia Culicoidea, con oltre 3500 specie [10] delle quali in 
Italia sono presenti 64 specie [11] appartenenti a 2 sottofamiglie e 8 generi [12]. Alla sottofamiglia 
Anophelinae appartiene il solo genere Anopheles, presente con 16 specie, raggruppate in due 
sottogeneri. Alla sottofamiglia Culicinae appartengono i rimanenti 7 generi: Aedes con 6 specie 
raggruppate in 3 sottogeneri, Ochlerotatus con 20 specie raggruppate in 3 sottogeneri, Coquillettidia con 
2 specie, Culex con 12 specie raggruppate in 4 sottogeneri, Culiseta con 6 specie raggruppate in 3 
sottogeneri, Orthopodomyia e Uranotaenia con una specie ognuna [13]. 
 
Aedes albopictus – Nel 1894, un entomologo britannico-australiano, Frederick A. Askew Skuse, fu il 
primo a descrivere scientificamente la zanzara tigre, che denominò Culex albopictus (lat. Culex 
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"zanzara", "moscerino" e albopictus "verniciato bianco") [14]. In seguito, la specie è stata assegnata al 
genere Aedes (gr. άηδής, "sgradevole") [15] e denominata Aedes albopictus (fig. 1.2.1) [16].  
                           
Figura 1.2.1a.  Ae. albopictus femmina.                     Figura 1.2.1b.  Ae. albopictus maschio. 
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Tale specie apparteneva al sottogenere Stegomyia (Gr. στέγος, "coperto, ricoperto", riferendosi alle 
scaglie che ricoprono completamente la superficie dorsale in questo sottogenere, e μυία, "volare") 
all'interno del genere Aedes [17], ma nel 2004 alcuni autori hanno rivisto i ranghi superiori in merito alla 
tassonomia e proposto una nuova classificazione all'interno del genere Aedes. Stegomyia è stato elevato 
al rango di genere, rendendo Aedes albopictus ora Stegomyia albopicta. Questo è, tuttavia, una 
questione controversa, e l'uso di Stegomyia albopicta al posto di Aedes albopictus è continuamente 
dibattuto [18, 19, 20]. 
 
1.2 – Filogenesi 
 
Famiglia Culicidae – Wiegmann et al. nel 2011 hanno costruito un albero filogenetico dell'ordine 
Diptera basato sulla biologia molecolare (30 kb da 14 loci nucleari e genoma mitocondriale completo) e 
sulla morfologia (371 caratteri morfologici) (fig. 1.3.1) [22]. 
 
Figura 1.3.1. Albero filogenetico dei Ditteri. Analisi ML. I cerchi indicano un bootstrap > 80% (nero / bp = 95-100%, 
grigio / bp = 88-94%, bianco / bp = 80-88%) [22]. La freccia indica l’infraordine dei Culicomorpha. 
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L'infraordine Culicomorpha, di cui fa parte la famiglia Culicidae, risulta essere tra i più ancestrali e 
sister-group dell'infraordine Psychodomorpha a cui appartengono i flebotomi (sand flies) [22]. Questa 
ricerca sottolinea però che i rapporti filogenetici all'interno dell'ordine Diptera sono spesso difficili da 
interpretare a causa della rapida radiazione evolutiva e ai molteplici episodi di diversificazione che 
caratterizzano gli insetti [22]. La classificazione tradizionale della famiglia Culicidae è fenetica, di 
conseguenza tutti i livelli di classificazione sono raggruppamenti arbitrari basati sull'interpretazione 
personale di somiglianza anatomica [23], infatti molti lavori in merito alla filogenesi della famiglia 
Culicidae si basano soprattutto sulla morfologia degli adulti, del quarto stadio larvale, della pupa e delle 
uova [12, 24, 18, 25]. Questi studi hanno portato a una classificazione in cui i taxa risultano essere 
parafiletici e polifiletici [23]. 
Il primo albero evolutivo dei Culicidi è stato costruito da Ross (1951) sulla base di una interpretazione 
intuitiva della biologia comparativa e su dati morfologici (fig. 1.3.2a). L'albero riflette la tradizionale 
divisione della famiglia Culicidae in tre sottofamiglie: Anophelinae, il lignaggio basale, 
Toxorhynchitinae, il lignaggio intermedio, e Culicinae, il grande lignaggio derivato [26]. 
a) b) 
Figura 1.3.2. (a) Filogenesi intuitiva del 1951. gli asterischi (*) indicano i generi della tribù degli Aedini [26]. (b) 




Storicamente la filogenesi dei Culicidi è sempre stata soggetta a cambiamenti fino al 1977, a causa dei 
numerosi studi svolti sulle zanzare. In quell'anno la famiglia Culicidae è stata infine divisa nelle tre 
sottofamiglie stabilite da Ross nel 1951, Anophelinae, Culicinae e Toxorhynchitinae, e la sottofamiglia 
Culicinae è stata suddivisa in dieci tribù stabilite precedentemente da Belkin nel 1962 [27]. 
Tra il 1980 e il 1990 sono stati determinati i cariotipi cromosomici in più di 200 specie di zanzara che 
rappresentano circa la metà dei generi tradizionalmente riconosciuti [28, 29, 30]. Il numero di base dei 
cromosomi in tutte le specie esaminate è 2n = 6 e sulla base degli studi cromosomici dei Culicidae, 
Dixidae, Chaoboridae e Tipulidae, Rao e Rai (1987) hanno concluso che le zanzare si sono evolute da 
un antenato Mochlonyx-like (Chaoboridae) e le sottofamiglie Anophelinae e Culicinae divergevano da  
un lignaggio comune [29]. La classificazione attuale, presente dal 1998 [23], contempla la suddivisione 
della famiglia Culicidae in due sottofamiglie, Anophelinae e Culicinae (con spostamento della vecchia 
sottofamiglia Toxorhynchinae nei Culicinae al rango di tribù), 11 tribù, e un minimo di 44 generi (fig. 
1.3.2b) [18, 31, 32]. 
È tuttavia ricorrente anche una classificazione tradizionale, che vede il genere Toxorhynchites separato 
in una propria sottofamiglia [1]. Infatti la filogenesi molecolare di Shepard et al. (2006) basata 
sull’analisi del DNA ribosomiale 18S risulta in linea con il tradizionale riconoscimento delle tre 
sottofamiglie dei Culicidi (fig. 1.3.3). In questo studio Anopheles è stato fortemente supportato come 
sister-group di tutte le altre zanzare e Toxorhynchites è stato recuperato come sister-group monofiletico 
dei generi tradizionalmente posti nella sottofamiglia Culicinae [33]. 
La classificazione dei Culicidi rimane ancora oggi molto confusa in merito alla collocazione di alcuni 
generi al rango di sottogeneri (in particolare nelle tribù degli Aedini e dei Sabethini) [1], a causa del 
fatto che recenti lavori filogenetici basati sulla morfologia e sulle sequenze del DNA hanno messo in 
luce nuovi rapporti sconosciuti in precedenza, che hanno portato e portano ancora ora a inevitabili 
cambiamenti nella classificazione della famiglia. Bisogna anche considerare che la maggior parte degli 
studi filogenetici sono limitati a sottogeneri, specie e popolazioni di particolari paesi o regioni. Inoltre i 
generi sono rappresentati da molti taxa che comprendono specie che sono estremamente varie e difficili 
da identificare a causa della sovrapposizione di caratteristiche anatomiche condivise. In più ancora, 
bisogna tenere conto di molte specie non descritte di Culex, Topomyia, Tripteroides, Uranotaenia e 
Wyeomyia di cui è nota però l'esistenza [23]. 
 
Genere Aedes – Aedes è di gran lunga il genere più vasto, con circa 1000 specie divise tra 41 
sottogeneri [23]. Studiare la filogenesi della famiglia dei Culicidae e del genere Aedes in particolare, 
risulta tutt'oggi alquanto difficile, infatti molti autori come per esempio Belkin nel 1962, Tanaka et al. 
nel 1979 e Lee et al. nel 1982 ritengono che questo genere sia estremamente eterogeneo, inoltre 
Mattingly nel 1971 notò proprio nel genere Aedes molte particolarità negli stadi vitali [34, 35, 36, 37]. A 
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causa della sua natura eterogenea, tale genere è stato spesso identificato da una combinazione o dalla 
mancanza di caratteri, e ciò ha portato ad una descrizione generica del taxon che è risultato essere 
scarsamente definito e senza delle vere caratteristiche distintive [38]. 
 
Figura 1.3.3. Filogenesi del 2006 (ML) (modificato da Shepard et al., 2006) che mette in relazione 9 generi (39 specie) 
basata sulle sequenze di DNA ribosomiale 18S. Sono mostrati i valori di bts > 50% [23, 33]. 
 
La riclassificazione del genere Aedes ha avuto inizio con l'elevazione dei sottogeneri Verrallina e 
Ayurakitia allo stato generico [39, 40] ed elevando a seguito di studi sui caratteri morfologici di uova, 
quarto stadio larvale, pupa, maschi e femmine adulti, il sottogenere Ochlerotatus a genere, il quale 
faceva in precedenza formalmente parte del genere Aedes [12]. Mentre lo status di genere di Verrallina e 
Ayurakitia sono stati prontamente accettati, l'elevazione del sottogenere Ochlerotatus allo status 
generico è stato ampiamente criticato dai tassonomi e medici entomologi, in particolare nel Nord 
America. Le critiche miravano al fatto che questo cambiamento non avrebbe dovuto essere stato 
effettuato senza forti evidenze, presumibilmente con riferimento a dati principalmente molecolari, che 
confermino i caratteri morfologici [23]. In seguito Shepard et al., che nel 2006 hanno costruito una 
filogenesi che ha messo in relazione 9 generi (39 specie) basata sulle sequenze del DNA ribosomiale 
18S, hanno visto che sebbene le relazioni più profonde dei generi dei Culicini non sono state risolte in 
modo soddisfacente, Aedes e Ochlerotatus formano due cladi distinti in un rapporto fortemente 
supportato di sister-group (fig. 1.3.3) [33]. 
Le analisi fatte con gli RFLP con le sequenze del gene white e con le sequenze ITS2 (Internal 
Transcribed Spacer 2) del DNA ribosomiale hanno sempre portato ad alberi filogenetici in cui Aedes 
risulta un gruppo parafiletico [41, 42, 43]. Tuttavia, sebbene la filogenesi basata sulle sequenze COI e 
COII (Citocromo Ossidasi subunità I e II) risultasse di difficile interpretazione, appariva ben supportata 
la separazione tra i generi Aedes ed Ochlerotatus [44]. Ochlerotatus è ancora oggi considerato un genere 




1.4 – Areale d'origine 
 
Si presume che Ae. albopictus sia originaria del sud est asiatico, che è anche il luogo di origine del virus 
Dengue [46] e che fosse diffusa in India, Cina, Giappone, Malesia e Madagascar [47]. In realtà il fatto 
che il Madagascar faccia parte dell'areale originario di Ae. albopictus non è tutt'oggi ben chiaro e anche 
se negli ultimi 30 anni la diffusione della zanzara tigre è stata al centro di molti studi, la storia delle 
popolazioni indigene della specie rimane poco compresa [48]. Infatti si ritiene che la zanzara abbia 
avuto come centro d'origine l'Asia meridionale e che si sia diffusa successivamente nel resto dell'Asia, 
Madagascar, Mauritius e le isole più a del sud Pacifico [34, 49, 50]. Tuttavia il Madagascar viene ormai 
semplicemente considerato come facente parte del range originario di Ae. albopictus [51, 52, 53, 54]. É 
doveroso comunque citare vecchi studi degli anni '50 e '60 i quali riportano che la specie è stata 
individuata, anche se solo raramente, nell'Africa orientale come nell'ex Somalia Francese e in Etiopia 
(comprese le isole del Madagascar, Mauritius, Seychelles e Reunion), e che quindi l'areale si estendesse 
fino oltre il corno d'Africa [55, 56, 57]. È ritenuto comunque possibile che la zanzara tigre sia stata 
introdotta accidentalmente dall'uomo a causa dei suoi spostamenti già nel XII e nel XIII secolo 
dall'Indonesia verso l'isola malgascia [58, 59] e poi nuovamente a causa del commercio durante il XX 
secolo [60, 61]. Tuttavia nel continente africano non è mai stato individuato un numero significativo di 
Ae. albopictus, quindi la sua distribuzione prima del XX secolo rimane un mistero irrisolto della 
zoogeografia africana [58]. È comunque certo che durante il XX secolo il Madagascar ha rappresentato 
il limite occidentale per un insetto tipicamente orientale come Ae. albopictus, almeno fino agli anni ’80 
[62]. 
 
1.5 – Distribuzione 
 
Distribuzione nel mondo di Ae. albopictus – Attualmente Ae. albopictus ha una distribuzione 
discontinua in tutto il mondo (fig. 1.4.1). In Asia l’areale si estende ad ovest per tutta l’India e le regioni 
fino al Mar Caspio, verso est prende gran parte della Cina compresa la regione della Manciuria [51, 57]. 
In queste zone dell’Asia centrale il limite settentrionale è il 45° parallelo nord al di sotto dei 1800 metri 
di altitudine [57]. Andando verso sud-est Ae. albopictus si trova in Giappone e Corea [63] e verso sud 
l’areale comprende Birmania, Thailandia, Vietnam, Cambogia, Filippine, Indonesia, molte isole 
dell’oceano Indiano comprese le Seychelles e nell’Oceano Pacifico le isole di Saipan, Tinian e le Hawaii 
[27, 47, 51, 57]. Il limite meridionale corre lungo il 10° parallelo sud [51]. Storicamente, l'arrivo di Ae. 
albopictus nelle Hawaii è un evento relativamente recente che si è verificato attraverso i mezzi di 
trasporto dell'uomo tra il 1830 e il 1896 [64, 65]. Come poi Elliott (1980) e Pashley & Pashley (1983) 
hanno dimostrato, Ae. albopictus ha ampliato notevolmente il proprio areale anche in varie località del 
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Sud Pacifico, incluse le isole Santa Cruz (arcipelago Isole Salomone) [66, 67]. 
Negli anni 2000 Ae. albopictus  è stata introdotta più volte in Australia e Nuova Zelanda anche se non vi 
si è ancora insediata permanentemente. Ciò è dovuto ai programmi di sorveglianza entomologica ben 
organizzati nei porti e aeroporti di questi paesi [68, 69]. Tuttavia, sulle isole dello Stretto di Torres tra 
Queensland (Australia) e Nuova Guinea, pare che  Ae. albopictus si sia adattata [70]. 
Nel continente africano Ae. albopictus è presente in Madagascar, Etiopia, Somalia [51, 55].  In Sud 
Africa, la specie è stata rilevata nel 1990 [71]. In Nigeria si è naturalizzata dal 1991 [72]. Si è diffusa in 
Camerun nel 1999/2000 [73], nell'isola di Bioko della Guinea Equatoriale nel 2001 [74], nel Gabon nel 
2006 [75] e nella Repubblica Centrafricana nel 2010 [76]. In generale la zanzara tigre si è diffusa 
rapidamente dal centro verso il sud del continente africano [77]. 
Per quanto riguarda gli Stati Uniti, Eads (1972) riportò che larve e pupe di Ae. albopictus già furono 
trovate negli pneumatici spediti a Los Angeles dal Vietnam. Nel mese di giugno del 1983, una femmina 
adulta di questa specie è stata catturata da una trappola con luce in Memphis, Tennessee [78]. 
Nell'agosto 1985 la specie è stata rilevata in un numero relativamente alto in Harris County, Texas [79]. 
 
 
Figura 1.4.1. Distribuzione mondiale di Ae. albopictus [93]. 
 
Durante l'estate del 1986, la specie è risultata essere ampiamente distribuita negli Stati Uniti ad ovest 
fino a San Antonio, Texas, a est fino a Jacksonville, Florida e a nord per tutto il midwest da Kansas City 
a Indianapolis, Indiana [80]. Probabilmente Ae. albopictus è stata introdotta negli Stati Uniti attraverso 
le spedizioni commerciali (si presume di pneumatici) [80]. Hawley (1987) dimostrò che le zanzare 
raccolte in tutti gli Stati Uniti erano tolleranti al freddo e capaci di andare in diapausa in laboratorio, tali 
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condizioni suggerivano che la zanzara poteva effettivamente stabilizzarsi permanentemente negli Stati 
Uniti [49] come di fatto è avvenuto, infatti a partire dal 1985 la zanzara tigre si è diffusa in tutto il sud 
degli Stati Uniti e sulla costa orientale, dove è presente attualmente [81]. 
In America del sud, la zanzara tigre è stata scoperta in Brasile nel 1986 [82], in Argentina e Messico nel 
1988 [83]. Altri siti dell'America Latina nei quali è stata scoperta la zanzara tigre sono la Repubblica 
Dominicana nel 1993, nel 1995 in Bolivia, Cuba, Honduras e Guatemala, El Salvador nel 1996, 
Colombia nel 1998, Paraguay nel 1999, Panama nel 2002, Uruguay e Nicaragua nel 2003, in Venezuela 
nel 2009 [84, 85, 86]. 
In Europa la zanzara tigre è stata scoperta prima in Albania nel 1979, dove è stata evidentemente 
introdotta attraverso una spedizione di merci dalla Cina [87]. Nel 1990-1991, è stata portata in Italia, 
mediante il commercio di copertoni usati dagli Stati Uniti [88] e da allora si è diffusa in tutta Italia 
compresa la Sicilia e la Sardegna. Dal 1999 si è stabilita in Francia, soprattutto a sud, e nel 2002 è stata 
identificata in Corsica, ma vi si è insediata completamente solo dal 2005 [20]. In Belgio è stata rilevata 
nel 2000 e nuovamente nel 2013 [89]. Nel 2001 è stata identificata in Montenegro, nel 2003 nel Canton 
Ticino, in Svizzera meridionale e in Grecia, nel 2004 in Spagna e Croazia, nel 2005 nei Paesi Bassi e 
Slovenia e nel 2006 in Bosnia-Erzegovina [90]. Nell'autunno del 2007, le uova di zanzara tigre sono 
state scoperte a Rastatt (Baden-Wuerttemberg, Germania) [91] e poco prima, sono state trovate nel nord 
delle Alpi della Svizzera nel Canton Argovia [92]. 
 
Distribuzione in Italia di Ae. albopictus – Ae. albopictus viene segnalata per la prima volta in Italia nel 
settembre del 1990 [94]. La zanzara tigre è arrivata sulla penisola attraverso lo stadio di uovo, a causa 
del commercio di copertoni usati importati dagli Stati Uniti, ma ragionevolmente le infestazioni sono il 
risultato di molteplici introduzioni, forse anche con merci diverse da aree diverse [95]. Anche la rapida 
diffusione interna in Italia è stata legata, perlomeno in un primo momento, al commercio interno di 
copertoni usati che le grandi aziende importatrici, prevalentemente localizzate in Veneto ed Emilia-
Romagna, rivendono ad imprese minori che li rigenerano [95]. Al primo reperto di pochi adulti nella 
città di Genova nel 1990, segue, nell’estate successiva, la scoperta di numerosi focolai larvali della 
specie in provincia di Padova [96], poi nei successivi 10 anni Ae. albopictus si è diffusa ampiamente in 
Italia [97] e si è stabilizzata permanentemente in tutto il Paese [98]. Attualmente, la specie è stata 
segnalata in focolai isolati in tutte le regioni d'Italia, comprese le isole maggiori, ad eccezione della 
Valle d'Aosta (fig. 1.4.2), occupando prevalentemente la fascia altimetrica che va dal livello del mare 






Figura 1.4.2. Distribuzione in Italia di Ae. albopictus [101]. 
 
1.6 – Analisi genetiche sulle popolazioni di Ae. albopictus 
 
Nel campo della genetica di popolazione sono state fatte diverse analisi su Ae. albopictus, specialmente 
negli Stati Uniti. In letteratura si possono trovare: (a) studi sui cromosomi ed evoluzione molecolare del 
genoma, (b) studi elettroforetici di allozimi, (c) analisi del DNA ribosomiale e del DNA mitocondriale, 
(d) ibridazione sperimentale. 
 
(a) Cromosomi ed evoluzione molecolare del genoma – Il cariotipo di Ae. albopictus è composto da 
tre coppie di cromosomi metacentrici che possono essere facilmente distinguibili gli uni dagli altri in 
base alla loro lunghezza totale [102]. È stata misurata la quantità di DNA nucleare in diverse 
popolazioni statunitensi di Ae. albopictus, e questi valori variano da 0,88 a 1,32 picogrammi. In generale 
il DNA di Ae. albopictus è 4-5 volte maggiore rispetto alle specie del genere Anopheles [103] e 5-7 volte 
maggiore rispetto a Drosophila melanogaster [104]. É stato visto che le popolazioni delle isole hanno 
una quantità maggiore di DNA rispetto alle popolazioni continentali [105]. È possibile che le differenze 
osservate nella quantità di DNA tra le varie popolazioni di Ae. albopictus siano una conseguenza della 
deriva genetica. Infatti le popolazioni della regione Indo-malese, luogo di origine di Ae. albopictus, e 
dove essa è ampiamente distribuita, possiedono quantità relativamente minori di DNA. L'espansione di 
questa specie verso le varie regioni insulari è apparentemente associata all'aumento della quantità di 
DNA nucleare. Esiste in effetti una simile correlazione tra le dimensioni del genoma nucleare e la 
migrazione storica delle specie appartenenti al sottogruppo Scutellaris (genere Aedes) [105]. In uno 
studio di Kumar & Rai del 1990 i confronti statistici tra 37 popolazioni di Ae. albopictus hanno rivelato 
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differenze significative nei contenuti del DNA, però non c'era correlazione tra il raggruppamento 
geografico delle diverse popolazioni rispetto al contenuto di DNA. In generale, le popolazioni degli 
Stati Uniti e il Brasile avevano contenuti di DNA più elevati, ma non c'era alcuna indicazione che 
l'espansione dell'areale fosse avvenuto di pari passo con un aumento del contenuto di DNA. Ogni 
popolazione aveva una quantità specifica di DNA che è probabilmente imposto dai micro-ambienti 
[106]. 
 
(b) Allozimi – Le analisi sugli allozimi risalgono prevalentemente agli anni '80 e sono state fatte 
soprattutto negli Stati Uniti e in Brasile, poiché Ae. albopictus non era ancora arrivata in Europa. 
Nel 1986 Rai analizzò alcuni allozimi di varie popolazioni degli Stati Uniti per evidenziare eventuali 
differenze. In effetti trovò che le popolazioni di Memphis, Houston e New Orleans risultavano essere 
ben differenziate dal punto di vista genetico e ciò era probabilmente dovuto al fatto che le diverse 
popolazioni derivavano ognuna da pochi individui geneticamente diversi [60]. Black et al. nel 1987 
studiarono le popolazioni di Ae. albopictus presenti a New Orleans, Houston, Indianapolis e contee 
circostanti, rilevando alti livelli di eterozigosità suggerendo introduzioni ripetute ed indipendenti in 
queste città. Trovarono invece bassi livelli di eterozigosità in Memphis, Evansville e Jacksonville 
suggerendo che tali popolazioni fossero una conseguenza dell'effetto collo di bottiglia, precisando che 
quest'ultimo potrebbe essere stato il risultato di un piccolo numero di individui fondatori, ma potrebbe 
anche essere stato generato attraverso gli sforzi ripetuti di controllo biologico in tali aree [61]. Un punto 
cruciale dello studio fu che le popolazioni presentavano differenze genetiche sia tra le città, sia tra i siti 
di una stessa città a causa, più probabilmente, di una differenziazione locale. La spiegazione più 
parsimoniosa infatti si poteva individuare nel fatto che gli individui stabilizzatisi negli Stati Uniti 
derivavano da pochi genitori, che essi erano già ben differenziati geneticamente e che il flusso genico 
locale era sufficientemente scarso per mantenere una differenziazione [61]. Tuttavia l'anno successivo, 
in seguito allo studio di popolazioni asiatiche della Malesia e del Borneo, contrariamente alle predizioni 
originali di Black et al., fu dichiarato che le differenze alleliche trovate tra le popolazioni locali di Ae. 
albopictus negli Stati Uniti, non erano una conseguenza della recente colonizzazione. Infatti anche le 
popolazioni della Malesia e del Borneo risultavano essere fortemente differenziate geneticamente, 
poiché le frequenze alleliche erano significativamente differenti all'interno e tra le aree esaminate di 
entrambe le regioni. Quasi tutta la varianza all'interno delle regioni era imputabile alla differenziazione 
locale suggerendo quindi che la variabilità genetica all'interno e tra le popolazioni è semplicemente una 
componente importante della naturale struttura riproduttiva di questa specie e che quindi i polimorfismi 
locali che si trovavano nelle popolazioni degli Stati Uniti non erano una conseguenza della recente 
colonizzazione [53]. Kambhampati et al. (1990) ritenevano che a causa della grande popolazione 
fondatrice e del rapido aumento delle dimensioni delle popolazioni, sarebbe stata improbabile una 
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perdita di variabilità genetica negli Stati Uniti, complicando quindi i futuri studi sulla genetica di 
popolazione di Ae. albopictus [107]. 
Visto che la distanza genetica tra le popolazioni statunitensi risultava essere comunque bassa, i luoghi di 
origine della zanzara tigre dovevano essere relativamente vicini geograficamente [61]. Effettivamente la 
corrispondenza dei tempi di diapausa del ciclo biologico delle popolazioni americane [49] e l'analisi 
degli allozimi suggerivano come luogo di origine più probabile il nord del Giappone [108]. Nel 1991 
furono quantificati i pattern di variazione genetica per rintracciare l'origine geografica delle popolazioni 
di Ae. albopictus statunitensi e brasiliane. Il risultato fu che le popolazioni delle varie regioni analizzate 
erano geneticamente distinte le une dalle altre, e che popolazioni all'interno di una stessa regione erano 
geneticamente simili tra loro [109]. Ciò ha sancito che effettivamente c'era una correlazione positiva 
significativa tra distanze geografiche e genetiche. Infatti un'analisi discriminante sulle frequenze 
alleliche ha determinato un cluster (bts: 98%) in cui le popolazioni statunitensi, giapponesi, cinesi e 
brasiliane erano disposte vicine, ma distinte [109]. In base alla distanza genetica, fu confermato che le 
popolazioni di Ae. albopictus presenti negli Stati Uniti erano originarie del Giappone, come del 
Giappone erano anche le popolazioni presenti in Brasile [109]. Rimanevano comunque delle differenze 
tra popolazioni statunitensi e brasiliane, come le diverse risposte al fotoperiodo (le popolazioni degli 
Stati Uniti andavano in diapausa nei giorni con poche ore di luce -una caratteristica delle popolazioni 
del nord- mentre le popolazioni brasiliane non presentavano diapausa -una caratteristica di popolazioni 
subtropicali / tropicali-), il che suggeriva che le popolazioni brasiliane avevano un'origine 
fondamentalmente diversa da quelle degli Stati Uniti [49]. Tuttavia Pumpuni, nel 1989 dimostrò in 
laboratorio che gli adulti di Ae. albopictus erano in grado di passare dalla diapausa invernale a uno stato 
di attività che durava tutto l'anno e che tale tratto si manifestava per diverse generazioni successive, 
quindi non era escluso che le popolazioni brasiliane potessero discendere da quelle giapponesi [110]. 
Tale fenomeno inoltre è stato individuato anche per altre specie di insetti [111, 112]. 
Le popolazioni statunitensi erano in generale paragonabili a quelle provenienti da altre parti del mondo 
in termini di composizione allelica, in particolare tutti gli alleli presenti nelle popolazioni giapponesi 
sono stati trovati anche nelle popolazioni degli Stati Uniti. Al contrario, le popolazioni in Brasile 
sembravano essere state sottoposte a un effetto collo di bottiglia durante l'introduzione nel Paese, poiché 
non risultavano polimorfismi di alleli altrimenti polimorfici nelle altre popolazioni del mondo [109]. Ciò 
indicava che la zanzara tigre è stata probabilmente introdotta in un unico sito in Brasile e poi si è diffusa 
in altri luoghi [109]. 
Ulteriori analisi di allozimi sono state fatte nel 2000 da Urbanelli et al. su delle popolazioni di zanzara 
tigre del centro-nord Italia (compresa una popolazione di Bientina, Pisa) ed è stato fatto un confronto 
con popolazioni degli Stati Uniti, Giappone e Indonesia. È stata osservata un'alta affinità genetica tra le 
popolazioni italiane e quelle degli Stati Uniti e del Giappone ed è stato messo in evidenza che il 
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processo di colonizzazione di Ae. albopictus in Italia ha seguito un andamento simile a quello 
precedentemente osservato negli Stati Uniti: entrambe le infestazioni derivano da varie introduzioni 
successive, ciascuna con un gran numero di individui [113]. 
 
(c) rDNA e mtDNA – A partire dalla fine degli anni '80 fino ad oggi, gli studi genetici su Ae. albopictus 
si sono basati sul DNA ribosomiale e soprattutto sul DNA mitocondriale. Nel 1989 Black et al., per 
determinare i differenti pattern tra le popolazioni di zanzara tigre nel mondo, analizzarono le sequenze 
del DNA ribosomiale 18S, 28S e di un particolare tipo di regioni non trascritte (Non-Trascribed 
Spacers, NTS). Nessuna variazione fu rilevata nelle regioni codificanti, ma notevoli e continue 
variazioni furono trovate nelle NTS. Tuttavia le differenze nello studio del DNA ribosomiale risultavano 
essere maggiori all'interno di una popolazione che tra le popolazioni. Infatti il rapporto tra distanza 
genetica e distanza geografica indicava che non c'era correlazione e che quindi l'elevata variazione delle 
NTS si verificava anche in popolazioni limitrofe, diventando rapidamente differenziate 
indipendentemente dalla geografia [114]. Ciò era in contrasto con gli studi precedenti sull'analisi di 
allozimi che indicavano una significativa correlazione tra distanza genetica e distanza geografica [114]. 
I risultati ottenuti con il DNA ribosomiale di Ae. albopictus erano in contrasto anche con le analisi del 
DNA ribosomiale di Drosophila che risultava essere più differenziato tra le popolazioni che all'interno 
di una popolazione stessa [115, 116]. La situazione per quanto riguarda le differenze del DNA 
ribosomiale tra popolazioni di Ae. albopictus non è stata chiarita [114]. 
Negli ultimi anni l’analisi di DNA mitocondriale è stato il metodo più utilizzato, poiché è ormai 
comunemente usato per studiare l'evoluzione molecolare negli insetti [117, 118]. I geni mitocondriali 
hanno dimostrato di essere particolarmente utili nell'individuare le divergenze genetiche tra le zanzare 
per ricostruire la storia e la diffusione di questi insetti [119]. Infatti il DNA mitocondriale è risultato 
essere più suscettibile alla deriva genetica rispetto al DNA ribosomiale e quindi più consono allo studio 
delle popolazioni e della filogeografia [120]. 
Per individuare eventuali polimorfismi nelle popolazioni di zanzara tigre, Kambhampati e Rai (1991) 
inizialmente usarono enzimi di restrizione. Essi dimostrarono che varie specie del genere Aedes 
divergevano notevolmente considerando i polimorfismi del DNA mitocondriale e che la filogenesi 
basata su di essi corrispondeva solo parzialmente a quella basata sugli allozimi e sui caratteri 
morfologici [121]. Tuttavia il DNA mitocondriale rivelò che i livelli di polimorfismo tra le popolazioni 
di Ae. albopictus nel mondo erano bassi e ciò fu attribuito alla recente espansione dell'areale della 
zanzara [119]. I pattern che emersero suggerirono che probabilmente alle caratteristiche genetiche 
localizzate, dimostrate con gli allozimi precedentemente, c'era da aggiungere il flusso genico 
determinato dalle attività umane degli anni successivi [119]. 
Dopo vari studi sulla malaria, la sequenza ND5 (NADH deidrogenasi subunità 5) del DNA 
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mitocondriale risultò essere la sequenza di un gene codificante più variabile nel genere Anopheles e 
quindi probabilmente più utile negli studi di evoluzione intraspecifica [122]. Attraverso l'analisi di 
questa sequenza venne confermata la stretta somiglianza genetica (un solo step mutazionale tra aplotipi) 
tra le popolazioni del Brasile e degli Stati Uniti, il che implicava che Ae. albopictus fosse stata 
introdotta circa nello stesso momento nelle due zone [123]. Nonostante la stretta somiglianza genetica 
tra le popolazioni dei due stati, la mancanza di condivisione di aplotipi era la prova che non si era 
verificato alcun contatto genetico dopo l'introduzione nei due Paesi e che tali popolazioni stanno 
continuando a evolversi in modo indipendente [123]. Sempre grazie alla sequenza ND5 fu dimostrato 
che le popolazioni hawaiane, camerunensi, e italiane non condividevano aplotipi con il Brasile [124]. In 
sud America, l’analisi della sequenza ND5 delle popolazioni della Colombia ha mostrato la presenza di 
tre aplotipi. Il primo appartenente alla popolazione brasiliana, probabilmente giunto in Colombia 
attraverso il Rio delle Amazzoni, il secondo condiviso con le popolazioni delle Hawaii-Camerun, giunto 
presumibilmente in maniera diretta attraverso scambi commerciali tra Colombia e Hawaii. Infine il terzo 
aplotipo è nuovo ed esclusivo della popolazione colombiana, frutto di mutazioni in due posizioni molto 
variabili [125]. In Venezuela invece, nonostante la vicinanza geografica con la Colombia, l'aplotipo più 
comune corrisponde a quello delle popolazioni asiatiche native, inoltre è presente anche in questo caso 
un nuovo aplotipo che apre due ipotesi ugualmente possibili: 1) l'aplotipo deriva da mutazioni di 
popolazioni che vengono dal Brasile o dagli Stati Uniti; 2) l'aplotipo deriva direttamente da una 
popolazione nativa dell’Asia arrivata in sud America attraverso il crescente scambio commerciale con 
questo continente negli ultimi 6-7 anni [125]. 
Per quanto riguarda le popolazioni africane, le analisi di sequenze ND5 e COI hanno rivelato che le 
popolazioni di Ae. albopictus del Camerun e della Repubblica Centrafricana sono legate soprattutto a 
campioni provenienti da zone tropicali come la Thailandia, Vietnam, Cambogia, Isola della Reunion e 
Madagascar, tenendo conto che ci sono anche corrispondenze con Francia, Hawaii e Stati Uniti [126]. In 
Madagascar, Raharimalala et. al (2012), studiando la biogeografia di Ae. albopictus basata sulle analisi 
delle sequenze mitocondriali ND5 e COI, hanno costruito un albero filogenetico (bts 84%) che identifica 
due gruppi distinti. Un gruppo consiste di campioni provenienti dal Sud America (Brasile) e dall'Asia 
del sud (Cambogia, Thailandia, Vietnam). L'altro cluster, in cui si trovano anche tutte le sequenze delle 
popolazioni malgasce, è definito dai campioni provenienti dall’Oceano Indiano (Isola della Reunion), 
Nord America (Stati Uniti e Hawaii) ed Europa (Francia). Questi risultati sono compatibili con i recenti 
processi di invasione a causa degli scambi commerciali tra queste regioni [127]. 
La situazione europea riguardo alla genetica di popolazioni di Ae. albopictus appare piuttosto 
complessa, soprattutto negli stati in cui la zanzara tigre è presente da più tempo. In Croazia e 
Montenegro l'albero filogenetico costruito confrontando aplotipi depositati in GenBank della sequenza 
ND5 ha rivelato un clade ben supportato (bts 98%) in cui l'unico aplotipo presente in Croazia clusterizza 
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con la maggior parte degli aplotipi provenienti dall'Asia del sud, America, Europa e Africa. L'albero 
filogenetico costruito con le sequenze COI, invece ha determinato che tre aplotipi presenti in Croazia 
clusterizzano con gli aplotipi europei e americani. Inoltre è stato trovato un quarto aplotipo croato della 
sequenza COI che è risultato essere l'unico aplotipo europeo a clusterizzare con un gruppo separato che 
comprende India, Asia del sud, e Brasile. Tutto ciò suggerisce che le introduzioni in Croazia e 
Montenegro siano state ripetute e indipendenti [128]. 
In Italia è stato fatto uno studio sulle sequenze COI e ITS2 di popolazioni di Ae. albopictus di Piemonte 
e Liguria. I risultati mostrano che l'aplotipo più frequente è lo stesso delle popolazioni presenti nel sud 
della Germania e l'albero filogenetico evidenzia corrispondenze con le popolazioni giapponesi e greche 
[129]. Un aspetto interessante di questo studio è che la sequenza ITS2 risulta essere 10 volte più 
variabile della sequenza COI, e per la prima volta è stato visto che c'è una divergenza alta (4%) nella 
sequenza ITS2 tra le popolazioni di Ae. albopictus di origini tropicali e le popolazioni di origini 
subtropicali. Questo livello relativamente alto di variabilità genetica di ITS2 tra le popolazioni tropicali 
e subtropicali può essere utilizzato per sviluppare marcatori che forniscano ulteriori informazioni sulla 
diffusione e la possibile ibridazione di Ae. albopictus di origini diverse [129]. 
In generale, Birungi & Munstermann (2002) e Mousson et al. (2005) hanno attribuito la bassa variabilità 
genetica delle sequenze mitocondriali tra le popolazioni di Ae. albopictus a: 1) piccole popolazioni 
fondatrici; 2) estese misure di controllo sugli insetti (riduzione della effettiva dimensione della 
popolazione e quindi accelerazione dell'effetto deriva); 3) diffusione rapida di nuovi aplotipi del DNA 
mitocondriale tramite moderni mezzi di trasporto [123, 130]. 
Proprio a causa della ridotta variazione delle sequenze del DNA mitocondriale tra popolazioni, Žitko et 
al. (2011) hanno dichiarato che sarebbe utile in futuro utilizzare marcatori nucleari neutri più variabili, 
come microsatelliti, con una più ampia campionatura di popolazioni, al fine di ottenere una migliore 
comprensione della biologia e dei modelli di migrazione di questa specie invasiva potenzialmente 
pericolosa [128]. 
 
(d) Ibridazione sperimentale – Gli esperimenti di ibridazione sono stati fatti per determinare i livelli di 
differenziazione all'interno e tra le specie di zanzara [60]. Gli incroci tra le popolazioni asiatiche e 
americane di Ae. albopictus hanno dato come risultato una percentuale relativamente alta di uova che si 
schiudono, unica eccezione è rappresentata dalle femmine della popolazione dell'isola Mauritius, le 
quali, se incrociate con altre popolazioni, depongono uova non fertili o senza embrione. Se invece si 
incrociano i maschi dell'isola Mauritius con femmine delle altre popolazioni le uova risultano essere 
fertili dal 62 al 98% [60]. 
L'incompatibilità unidirezionale risulta essere abbastanza comune tra le specie del genere Aedes, 
esistono però diverse specie allopatriche appartenenti a questo genere che risultano essere fertili tra loro 
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(talvolta si parla anche di compatibilità bidirezionale) come Ae. flavopictus e Ae. pseudalbopictus [60]. 
Esperimenti di tipo etologico hanno mostrato che l'incrocio interspecifico è relativamente comune tra le 
specie del genere Aedes, per esempio le femmine di Ae. albopictus non sempre discriminano tra i 
maschi della propria specie e quelli delle altre specie [60]. 
 
1.7 – Biologia di Ae. albopictus 
 
Biologia delle Uova – Ae. albopictus si sviluppa attraverso stadi preimmaginali (uova, larve e pupe) 
acquatici. Le uova (fig. 1.7.1) vengono deposte poco sopra la superficie dell'acqua, ai bordi di piccole 
raccolte o sulla vegetazione, e schiudono quando, in seguito all'aumento del livello, vengono sommerse 
[131]. Le uova di Ae. albopictus sono in grado di resistere per diversi mesi al disseccamento 
permettendo la sopravvivenza della specie durante la stagione secca nelle aree tropicali. Alcune 
popolazioni depongono uova diapausanti capaci di resistere a temperature al di sotto di 0°C durante 
l'inverno, e si schiudono la primavera seguente quando le temperature e il fotoperiodo sono appropriati. 
Questa caratteristica dà a questa specie la possibilità di colonizzare le regioni temperate sopravvivendo 
ai freddi mesi invernali. La schiusa delle uova è influenzata da un insieme di fattori (età, disseccamento, 
cambi di temperatura, presenza di ossigeno e fotoperiodo). Come tutti questi fattori determinino la 
schiusa o meno delle uova dopo la sommersione da parte dell'acqua non è ancora chiaro [132]. 
 
 
Figura 1.7.1. Uova di Ae. albopictus. 
 
Biologia delle larve – Le fasi di sviluppo larvale («età») sono quattro e ad esse fa seguito lo stadio di 
pupa (fig. 1.7.2a), da cui sfarfallerà l'insetto adulto [131]. A temperature vicino ai 25°C in condizioni 
ottimali e in presenza di cibo, gli stadi larvali perdurano tra i 5 e i 10 giorni. La variazione nei risultati 
dei tempi di sviluppo larvale ottenuti da differenti autori è probabilmente dovuta alle differenze nella 
dieta delle larve o tra le popolazioni. Le basse temperature rallentano il tasso di crescita [133]. 
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Le caratteristiche principali delle larve sono le seguenti: 
1. si nutrono incessantemente ingerendo detriti vegetali, ma necessitano di una integrazione con 
sostanze provenienti dalla decomposizione di organismi animali, per soddisfare le esigenze di 
acidi grassi polinsaturi, che normalmente non sono presenti nel materiale vegetale; 
2. conducono una vita frenetica, divisa tra ossigenazione, che avviene in superficie, e la continua 
ricerca del cibo, che avviene sul fondo; 
3. a differenza dell'adulto non possono spostarsi per la ricerca del cibo e quindi sono costrette ad 
alimentarsi nel sito di ovodeposizione, che spesso nel caso di Ae. albopictus si tratta di 
contenitori di dimensioni molto ridotte, nei quali le sostanze nutritive si rinnovano con 
difficoltà.  
 
                 
Figura 1.7.2a. Larva di Ae. albopictus.                                 Figura 1.7.2b. Pupe di Ae. albopictus. 
 
Se una larva non ha accumulato sufficienti nutrienti, può attendere al massimo qualche giorno prima di 
trasformarsi in pupa (fig. 1.7.2b) oppure morire, nel caso fornirà nutrimento per le rimanenti larve nel 
contenitore [134]. All'interno di un contenitore può essere presente quindi una competizione intra-
specifica per il cibo o altre risorse e generalmente il tasso di crescita della larva è condizionato 
negativamente dalla sovrappopolazione e positivamente dall'abbondanza di cibo [134]. Il tasso di 
mortalità delle larve dipende dalla temperatura e la maggior parte delle larve al primo stadio (L1) non 
sopravvive a temperature inferiori a 10°C o superiori a 40°C [135]. La temperatura intorno ai 25°C, 
oltre a comportare un rapido sviluppo larvale, determina una maggiore la probabilità di sopravvivenza 
all'età adulta [136]. Tuttavia gli adulti tendono ad essere più piccoli [137], con corrispondente fecondità 
ridotta [138, 139, 140] e ridotta longevità [141]. La temperatura influisce anche sulla decomposizione 
della lettiera e sull’attività microbica in habitat acquatici [142] e quindi influisce sulla disponibilità delle 
risorse per le larve [143]. 
 
Biologia delle pupe – Gli immaturi allo stadio di pupa non si alimentano [144] e l'impupamento varia 
tra 2 giorni a 30°C e 4 giorni a 20°C [135]. Il fatto che questo stadio non abbia dipendenze alimentari 
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rende la pupa meno esposta a variabili che limitano, per esempio, la dinamica della popolazione di larve. 
In genere la mortalità delle pupe è bassa, anche in presenza di condizioni stressanti per le larve [144]. 
Infine dalla pupa sfarfallano gli adulti e in genere si stima il rapporto tra maschi e femmine pari al 50%, 
sebbene diversi studi non abbiano prodotto un risultato concordante, né sul valore del rapporto, né sulla 
correlazione tra questo e la temperatura [135, 145, 146]. 
 
Biologia degli adulti – Dopo lo sfarfallamento, le zanzare entrano in una fase di maturazione, della 
durata di pochi giorni, nel corso della quale l'organismo si sviluppa grazie all'Ormone Giovanile (JH) 
[147] che agisce su diversi tessuti, incluso l'ovaio, il grasso corporeo, l'intestino e rende l'adulto 
competente alle sue funzioni [148]. Il JH è essenziale per le manifestazioni di natura ematofaga e 
riproduttiva delle femmine, come lo è anche la quantità di riserve ereditate dalla larva [149, 150, 151, 
152, 153]. Per compensare un'insufficiente riserva, la femmina può suggere sostanze zuccherine prima 
di eseguire un pasto di sangue. Gli ormoni poi sopprimono la sintesi del glicogeno favorendo la 
lipogenesi e ripristinando, così, le riserve lipidiche delle femmine più magre [154, 155]. La quantità di 
riserve accumulate dalla femmina è direttamente proporzionale al potenziale riproduttivo [151]. Per 
quanto detto sopra, l'accoppiamento può avvenire già due o tre giorni dopo lo sfarfallamento, e 
immediatamente dopo la femmina può effettuare il primo pasto di sangue, necessario alla maturazione 
delle uova. Il periodo che intercorre tra il pasto di sangue e la deposizione delle uova è di circa 5 giorni, 
durante i quali la femmina può pungere anche più volte. Ogni femmina depone in media 40-80 uova 
dopo ciascun pasto di sangue, ma la deposizione dura alcuni giorni. Questo comportamento suggerisce 
che le uova di un ciclo gonotrofico siano rilasciate in più di un sito di ovodeposizione [134]. La durata 
del periodo di sopravvivenza degli adulti in natura è valutato intorno alle due - tre settimane [131]. 
Sebbene la diapausa sia espressa allo stadio di uovo, anche l'adulto è sensibile al fotoperiodo, tuttavia 
questa caratteristica è propria solamente delle popolazioni di Ae. albopictus che vivono in climi 
temperati; le popolazioni che si trovano nelle zone tropicali e subtropicali non mostrano prove di 
fotoperiodicità [51]. Le femmine di popolazioni naturalizzate in aree temperate sono indotte da un 
fotoperiodo inferiore alle 13 ore, a deporre uova in grado di resistere all’essiccamento ed al freddo, fino 
a quando le condizioni climatiche nuovamente favorevoli ne consentono la schiusa [156]. 
Di recente si è riscontrato che alcune popolazioni di questa specie sono in grado di completare, sebbene 
con tempi decisamente più estesi, il loro ciclo di sviluppo anche durante la stagione invernale [156]. In 
linea generale, tuttavia, la fenologia di Ae. albopictus in Italia va dai mesi di febbraio-marzo ai mesi di 
ottobre-novembre, a seconda della latitudine e delle caratteristiche stagionali locali [157]. 
Gli adulti volano vicino al terreno (in media 50 cm da terra) [131], infatti preferiscono deporre le uova a 
livello del terreno [51]. Non sono state osservate zanzare tigre che volino con forte vento [132], risulta 
quindi improbabile che Ae. albopictus possa percorrere lunghe distanze volando aiutata dal vento [158]. 
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Il raggio d'azione di questa specie è molto limitato (meno di 200 metri), perciò i luoghi di deposizione 
delle uova sono vicini a dove si osservano le zanzare [159]. Ae. albopictus punge durante le ore diurne, 
preferenzialmente animali a sangue caldo, ma ha un range di ospiti molto vasto, infatti attacca umani, 
bestiame d'allevamento, uccelli e più raramente anche anfibi e rettili [160, 161]. Di solito la zanzara 
tigre morde al di sotto di 50 cm dal livello del terreno e preferisce le caviglie e le ginocchia [162]. 
Le femmine di Ae. albopictus pungono soprattutto all'esterno delle abitazioni (outdoor biting mosquito), 
ma talvolta anche all'interno delle stesse [51]. Il momento della giornata in cui si ha il picco di punture 
varia con l'habitat. In ambiente esterno il periodo di maggiore attività di ricerca dell'ospite per il pasto di 
sangue si verifica nel primo mattino e nel tardo pomeriggio, ma all'interno delle abitazioni è stato 
osservato da Wang (1962) che c'è un solo picco durante il pomeriggio [163]. 
 
1.8 – Ecologia di Ae. albopictus 
 
Potenziali focolai larvali – La grande plasticità ecologica che caratterizza Ae. albopictus ha consentito 
a questa specie di adattarsi rapidamente ad ambienti diversi da quelli d’origine, in particolare a quelli 
suburbani e urbani [2]. Ae. albopictus generalmente depone le uova in piccoli ristagni d'acqua naturali 
come quelli che si formano nei buchi di alberi, ascelle di foglie e pozze nel terreno (fig. 1.7.3a), ma è in 
grado di utilizzare anche contenitori temporanei prodotti dall'uomo (fig.1.7.3b). La zanzara tigre depone 
le uova più spesso fuori dalle abitazioni, nei giardini e, anche se meno frequentemente, in contenitori 
d'acqua che si trovano all'interno degli edifici. I focolai di sviluppo larvale presenti sul suolo pubblico 
sono per la gran parte costituiti dai tombini (fig. 1.7.3c) per la raccolta delle acque di superficie [164].  
 
 a)   b)   c)
 d)      e) 
Figura 1.7.3. (a) Sito naturale per la deposizione delle uova. (b) Siti artificiali per la deposizione delle uova. (c) Tombi-
no, uno dei siti più sfruttati per la deposizione delle uova in città. (d) Copertone, il mezzo più usato per la diffusione 
delle uova. (e) Vaso e sottovaso, sito per la deposizione soprattutto nei giardini e cimiteri. 
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Con l'aumento delle attività dell'uomo, in occidente, questa specie ha sviluppato una forte associazione 
con le popolazioni umane, soprattutto attraverso l'utilizzo di pneumatici usati (fig. 1.7.3d), vasi e sotto-
vasi (fig. 1.7.3e) dei cimiteri come biotopo per le larve [35]. 
Un recentissimo studio di Li et al. (2014) svolto a Guangzhou (Cina) conferma che le aree urbane hanno 
la più alta concentrazione di biotopi acquatici, i quali derivano dai contenitori artificiali sopracitati. Tali 
biotopi sono ideali per lo sviluppo delle larve di Ae. albopictus. Infatti, sebbene la quantità di larve varia 
nelle aree urbane, le pupe sono il doppio e gli adulti sono il triplo rispetto alle aree suburbane e rurali. 
Inoltre, sempre nelle aree urbane, le larve si sviluppano più velocemente, il tasso di sfarfallamento è 
maggiore e i tempi di sopravvivenza dell’adulto sono più lunghi in confronto alle aree suburbane e rurali 
[165]. 
In Italia i tombini costituirebbero uno dei focolai larvali più importanti su suolo pubblico dei centri abi-
tati, ma la loro produttività varia nello spazio e nel tempo, in relazione al clima, alle precipitazioni e alla 
manutenzione degli stessi; non è facile accertare quale sia il loro reale contributo alla produzione totale 
di zanzare in una certa area. I lunghi periodi di siccità e/o temperature molto elevate che si registrano in 
piena estate, soprattutto nelle regioni centro-meridionali, possono rendere improduttivi focolai invece 
molto attivi in tarda primavera e tarda estate. Va peraltro detto che, mentre l’acqua meteorica rappresen-
ta quasi l’unica possibilità di rifornimento per i chiusini posizionati lungo le strade, quelli posti in fondi  
privati possono essere costantemente alimentati dall’acqua proveniente da attività diverse, quali 
l’innaffiatura, il lavaggio d’auto, ecc [2].  
 
Fattori che possono favorire l’insediamento di nuove colonie – La proliferazione massiva di Ae. al-
bopictus è legata a fattori diversi, i più importanti dei quali sono: 
1. la disponibilità di focolai larvali, quindi di contenitori di natura varia; 
2. la tipologia abitativa costituita da palazzine con cortili e giardini; 
3. l’abbondanza di precipitazioni atmosferiche che riforniscono d’acqua i potenziali focolai larvali; 
4. la temperatura elevata che riduce la durata del ciclo di sviluppo larvale; 
5. la presenza di vegetazione bassa dove gli adulti possono trovare riparo. 
La disponibilità di contenitori è generalmente maggiore dove le aree industriali e commerciali si inter-
facciano con quelle prettamente residenziali, ma è sostanzialmente la tipologia abitativa che costituisce, 
anche in aree non periferiche, il fattore più importante allo sviluppo della specie. Quartieri dove siano 
predominanti case basse o villette con orti e giardini o condomini con spazi verdi interni e terrazzi costi-
tuiscono le aree più favorevoli alla colonizzazione da parte di Ae. albopictus, per l’abbondanza sia di fo-
colai per lo sviluppo larvale che di rifugi per gli adulti (siepi, erba alta, alberi bassi). Anche il clima ha 
un ruolo essenziale allo sviluppo della specie, risultando più favorevole quanto più vicino a quello caldo 
umido dei tropici. Le precipitazioni, oltre a fornire acqua ai focolai larvali, innalzano l’umidità ambien-
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tale, necessaria per la sopravvivenza degli adulti, e le alte temperature consentono alla zanzara un nume-
ro elevato di generazioni nell’arco della stagione calda, con relativa crescita esponenziale della popola-
zione. Ci sono poi fattori secondari, ma non meno importanti, in grado di contribuire in maniera deter-
minante all’infestazione permanente di una certa area. Il primo è legato a una carenza della normativa 
vigente che non specifica chi debba realizzare materialmente gli interventi di controllo e sostenerne i co-
sti. La differente interpretazione del concetto di “profilassi”, così come riportato nel Piano Sanitario Na-
zionale, ha fatto si che in alcune Regioni le competenze sul controllo siano state considerate di pertinen-
za ambientale, dunque a carico dei Comuni, in altre di pertinenza sanitaria, quindi a carico delle Aziende 
Sanitarie Locali. Altro fattore che favorisce la presenza della zanzara tigre è la sottostima dell’entità del 
problema da parte delle Autorità locali fino a quando questo non diviene una realtà che si manifesta 
coinvolgendo stagionalmente centinaia di migliaia di persone [2]. 
 
Adattamenti climatici – Sebbene Ae. albopictus sia originaria delle regioni tropicali e subtropicali, si 
sta adattando con successo alle regioni più fredde. Nelle regioni tropicali calde e umide gli adulti sono 
attivi tutto l'anno mentre nelle regioni temperate non sono presenti durante l'inverno. Le uova delle 
popolazioni delle zone temperate sono più tolleranti al freddo rispetto a quelle provenienti dalle regioni 
più calde [166, 167]. Esse possono anche tollerare la neve e temperature sotto lo zero, inoltre è stato 
visto che le zanzare tigre adulte possono sopravvivere per tutto l'inverno in microhabitat idonei [168].  
È stato infine dimostrato in laboratorio che Ae. albopictus è in grado di passare dalla diapausa invernale 
a uno stato di attività che dura tutto l'anno nell'arco di cinque generazioni e, una volta raggiunto, tale 
tratto rimane stabile per diverse generazioni [110]. 
 
1.9 – Competizione tra larve 
 
Durante gli anni 2000, a causa della veloce espansione dell’areale della zanzara tigre che tende ad 
occupare nicchie ecologiche di altre specie di Culicidi, gli studi in laboratorio sulla competizione inter-
specifica tra Ae. albopictus ed altre specie di zanzare come Cx. pipiens ed Ae. aegypti sono stati 
numerosi. In Italia Carrieri et al. hanno dimostrato che, a 25°C, la conversione del cibo in biomassa è 
significativamente superiore nelle larve di Ae. albopictus che in quelle di Cx. pipiens, quindi, avendo 
una migliore capacità di sfruttare le risorse alimentari, Ae. albopictus cresce più rapidamente di Cx. 
pipiens. Inoltre in condizioni di carenza di cibo, sempre alla temperatura di 25°C, le larve di Ae. 
albopictus sono più competitive di quelle di Cx. pipiens e privano a quest’ultime del cibo necessario per 
lo sviluppo larvale, tanto che se le condizioni di carenza di cibo sono estreme, le larve di Cx. pipiens 
non riescono a raggiungere lo stadio adulto, mentre le larve di Ae. albopictus riescono a sfarfallare 
anche se gli adulti hanno dimensioni più piccole della media. Sempre da questo studio emerge anche che 
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Ae. albopictus è più efficiente nello sfruttare contenitori artificiali con piccoli volumi d’acqua (< 5 litri 
fino a pochi ml) per la deposizione delle uova, mentre Cx. pipiens, in contesto urbano, preferisce 
deporre le uova in volumi d’acqua maggiori (oltre 100 litri). Tuttavia la nicchia ecologica tra le due 
specie si sovrappone solo parzialmente. Ci sono infatti differenze sostanziali tra le tendenze della 
popolazione delle due specie durante la stagione riproduttiva. La prima specie che tende ad avviare lo 
sviluppo larvale in primavera è Cx. pipiens, la quale predomina l’habitat larvale fino a luglio, mentre le 
larve di Ae. albopictus si presentano alcune settimane più tardi e progressivamente aumentano di 
numero fino a raggiungere un picco stagionale nel mese di settembre [169]. 
Un esperimento di competizione inter-specifica tra larve di Ae. albopictus e Cx pipiens è stato fatto 
anche negli Stati Uniti nel 2005. L'esperimento di laboratorio ha confermato che la competizione inter-
specifica tra larve di Ae. albopictus e Cx. pipiens è forte e altamente asimmetrica, con Ae. albopictus 
chiaramente superiore a Cx. pipiens in condizioni di carenza di cibo. Si notò inoltre che la 
sopravvivenza di Ae. albopictus risultava fortemente influenzata dalla competizione intra-specifica, e 
diminuiva in maniera significativa. Nel caso di Cx pipiens, sia la competizione inter-specifica, che 
quella intra-specifica influenzava la sopravvivenza delle larve [170]. 
Negli Stati Uniti è stata ben studiata anche la competizione inter-specifica tra le larve di Ae. albopictus e 
Ae. aegypti e i risultati mostrano che la sopravvivenza di Ae. albopictus è significativamente maggiore 
rispetto a quella di Ae. aegypti in caso di competizione. Yee et al. (2004) hanno visto che Ae. albopictus 
sopravvive significativamente meglio rispetto ad Ae. aegypti sia quando nei contenitori non sono 
presenti superfici fogliari (sulle quali ci sono organismi di cui le larve si nutrono [39, 171]) sia quando 
sono presenti foglie. Ciò suggerisce una capacità di raccolta di risorse superiore da parte di Ae. 
albopictus e che le differenze nel comportamento di foraggiamento contribuiscono al vantaggio 
competitivo di Ae. albopictus su Ae. aegypti che è stato osservato nel Nord America [172]. Infatti le 
larve di Ae. albopictus si sono dimostrate superiori nella sopravvivenza rispetto a quelle di Ae. aegypti 
nello sfruttare detriti di quercia, di pino o di altri insetti [173]. 
Mentre la competizione inter-specifica tra Ae. albopictus e altre specie viene ben studiata, le 
informazioni sulla competizione intra-specifica non sono molte e non sono ancora ben chiare. Nel 2012 
è stato condotto uno studio da Yoshioka et al. che hanno dimostrato che il tempo di sviluppo larvale di 
Ae. albopictus diminuiva con l'aumentare del cibo a disposizione, e aumentava con l’aumentare degli 
individui. Sono state inoltre misurate le dimensioni delle femmine adulte dopo lo sfarfallamento e i 
risultati mostrarono che all’aumentare della quantità di cibo, aumentavano anche le dimensioni delle 
zanzare femmine adulte [174]. Tale studio tuttavia presenta alcune limitazioni, come lo scarso numero di 





1.10 – Interesse sanitario 
 
L'importanza delle zanzare come vettori di agenti patogeni è legata soprattutto alla trasmissione 
all’uomo della malaria, una malattia che causa ancora oggi milioni di morti ogni anno. Agenti eziologici 
della malaria sono principalmente 5 specie di Plasmodium trasmessi unicamente da zanzare appartenenti 
al genere Anopheles [175]. I parassiti malarici vengono trasmessi all'uomo, attraverso la puntura di 
zanzare femmine che si nutrono di sangue per portare a maturazione le uova. I plasmodi compiono una 
parte del loro ciclo vitale all'interno dell'organismo umano (ciclo asessuato) ed una parte nell'organismo 
delle zanzare anofele (ciclo sessuato). Le zanzare Anopheles, vettori della malaria, pungono 
abitualmente nelle ore di oscurità (dal tramonto all'alba) [176]. Nel nostro paese la malaria non è più 
endemica dai primi anni '50, ma alcune specie di anofeli, antichi vettori della malattia, sono ancora 
presenti sul nostro territorio [164]. 
Sono molte le specie di zanzare in grado di trasmettere i cosiddetti arbovirus (arthropod-borne viruses, 
letteralmente: artropodi trasportatori di virus). I più importanti tra questi sono raggruppati nelle famiglie 
Bunyaviridae (generi Bunyavirus e Phlebovirus), Togaviridae (genere Alphavirus) e Flaviviridae (genere 
Flavivirus). La gran parte delle arbovirosi sono infezioni che interessano gli animali, alcune sono 
zoonosi che si trasmettono tra serbatoi animali e l'uomo, poche sono le antroponosi cioè trasmesse 
esclusivamente da uomo a uomo (es. la Dengue). I Culicidi sono anche in grado di trasmettere elminti 
appartenenti alla superfamiglia Filarioidea, agenti eziologici di filariosi umane ed animali [164]. 
 
Dengue Virus – La Dengue è una malattia virale diventata un crescente problema riguardo alla salute 
pubblica nei paesi in via di sviluppo. L’Organizzazione Mondiale della Sanità (World Healt 
Organization, WHO) nel 1993 ha confermato la presenza di quattro virus appartenenti alla famiglia 
Flaviviridae, nominati Dengue-1, -2, -3, -4, e ha decretato che la prevenzione e il controllo della Dengue 
fosse una priorità. Gli umani sono i principali vertebrati che ospitano questo virus, anche se ci sono 
prove che il ciclo biologico coinvolge le scimmie in alcune regioni dell’Asia e dell’Africa. 
I sintomi della Dengue sono la comparsa improvvisa di febbre, emicrania, mialgia, perdita di appetito e 
problemi gastrointestinali spesso accompagnati da rash e da dolori alle ossa o dolori articolari. I sintomi 
persistono per 3-7 giorni e la convalescenza può durare alcune settimane, la mortalità è rara. Le zanzare 
che si nutrono del sangue di una persona infetta durante la fase febbrile risultano infette, e sono in grado 
di trasmettere il virus ad altri ospiti attraverso successivi pasti di sangue, ma solo dopo un periodi di 
incubazione del virus di circa una settimana. La Dengue Emorragica (Dengue Haemorragic Fever, 
DHF) è una manifestazione più grave della Dengue, e spesso è associata a persone con anticorpi già 
formati per la Dengue, acquisiti attivamente o passivamente [132]. I sintomi sono inizialmente analoghi 
a quelli della Dengue, ma le condizioni peggiorano rapidamente fino allo shock ipovolemico e 
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successivamente, se gli interventi non sono tempestivi, a morte. Non esiste un trattamento specifico per 
la Dengue [133], anche se attualmente sono allo studio una serie di vaccini [177]. 
Il principale vettore della Dengue è Aedes aegypti [178] (presente in Europa, ma assente in Italia), ma 
anche Ae. albopictus ha un ruolo importante nella trasmissione del virus, soprattutto in zone rurali dove 
la densità di popolazione umana è minore rispetto alla città e dove quindi è improbabile la 
manifestazione di un’epidemia [51] o quando Ae. aegypti non è presente nel territorio come nel caso del 
Giappone durante la seconda guerra mondiale, dove Ae. albopictus fu responsabile di oltre 100.000 casi 
di Dengue [179]. Vazeille et al. (2003) hanno visto che Ae. aegypti non trasmette il virus verticalmente 
alla progenie in maniera efficiente e ciò chiaramente non contribuisce al mantenimento della Dengue nei 
periodi inter-epidemici [180]. D’altra parte la trasmissione verticale della Dengue è stata dimostrata in 
laboratorio per Ae. albopictus [181]. È stato riscontrato inoltre, che esistono larve infette raccolte sul 
campo [182]. Questo meccanismo potrebbe spiegare il mantenimento del virus in natura nei periodi 
inter-epidemici in aree non endemiche dove umani e scimmie non sempre sono presenti. Inoltre, le 
zanzare infette per via verticale possono trasmettere la Dengue all’uomo con il loro primo pasto di 
sangue [132]. Popolazioni di Ae. albopictus stabilitesi in Europa provenienti dall’Albania e dall’Italia 
hanno mostrato di essere suscettibili al virus Dengue [183, 184]. 
 
Chikungunya Virus – Il termine Chikungunya, in makonde, significa "ciò che piega" o "contorce" a 
causa delle violente artralgie che caratterizzano la malattia [185] e fu impiegato la prima volta per 
un’epidemia descritta nel 1952 in Tanzania, anche se già nel 1779 era stata descritta un’epidemia in 
Indonesia forse attribuibile allo stesso agente virale. Il virus Chikungunya è stato poi studiato a partire 
dal 1958, quando è stato isolato per la prima volta in Asia, a Bangkok (Thailandia) [132]. Altri paesi in 
cui la Chikungunya è diffusa sono Cambogia, Vietnam, Birmania, Sri Lanka, India, Indonesia e 
Filippine. Il virus responsabile della Chikungunya appartiene alla famiglia Togaviridae, genere 
Alphavirus [186] ed è trasmesso attraverso le specie del genere Aedes del sottogenere Stegomyia e 
Diceromyia nelle savane e foreste dell’Africa. Nelle aree urbane di Africa e Asia è trasmesso 
principalmente da Ae. aegypti [132]. 
La Chikungunya è un’infezione acuta con manifestazione improvvisa. È caratterizzata da febbre forte 
artralgia e può causare paralisi delle articolazioni, artriti, rush e altri sintomi sistemici. In genere la 
malattia dura per un periodo che va da 1 a 7 giorni. Il periodo di incubazione è di solito di 1-2 giorni. La 
febbre cresce rapidamente, spesso raggiunge 39 o 40°C ed è accompagnata da brividi intermittenti. 
Questa fase acuta dura 2-3 giorni, dopodiché la febbre scende gradualmente per 1-2 giorni [132]. 
Sebbene Ae. aegypti sia il vettore più efficiente di Chikungunya, negli ultimi anni Ae. albopictus è stata 
responsabile della trasmissione del virus in Comore, Mauritius e Isola della Runion. In quest’ultimo i 
malati di Chikungunya risultarono 255.000 tra marzo 2005 e aprile 2006, cioè più del 25% della 
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popolazione. Durante questa epidemia morirono 250 persone [187]. 
 
West Nile Virus – Il virus West Nile (WNV) un arbovirus appartenente alla famiglia Flaviviridae, 
membro del complesso dell’encefalite giapponese, i cui vettori responsabili della trasmissione sono 
rappresentati da diverse specie di zanzare. Il WNV è neuropatogeno per uccelli, cavalli e uomo [188] e 
viene mantenuto nel ciclo naturale da zanzare soprattutto appartenenti al genere Culex [189]. Cx. 
pipiens è generalmente considerata il vettore più competente per la trasmissione della WNV in Europa 
[190]. 
Il periodo di incubazione varia da 2 a 14 giorni, ma può raggiungere 21 giorni nei soggetti con deficit a 
carico del sistema immunitario. La maggior parte delle persone infette non mostra alcun sintomo. Fra i 
casi sintomatici, circa il 20% presenta sintomi leggeri: febbre, mal di testa, nausea, vomito, linfonodi in-
grossati, sfoghi cutanei. Questi sintomi possono durare pochi giorni, in rari casi qualche settimana, e 
possono variare molto a seconda dell’età della persona. Nei bambini è più frequente una febbre leggera. 
Nei giovani la sintomatologia è caratterizzata da febbre mediamente alta, arrossamento degli occhi, mal 
di testa e dolori muscolari. Negli anziani e nelle persone debilitate, invece, la sintomatologia può essere 
più grave [191]. I sintomi più gravi si presentano in media in meno dell’1% delle persone infette (1 per-
sona su 150) e comprendono febbre alta, forti mal di testa, debolezza muscolare, disorientamento, tre-
mori, disturbi alla vista, torpore, convulsioni, fino alla paralisi e al coma. Alcuni effetti neurologici pos-
sono essere permanenti. Nei casi più gravi (circa 1 su mille), il virus può causare un’encefalite letale 
[191]. Non esiste un vaccino per la febbre West Nile. Attualmente sono allo studio dei vaccini, ma per il 
momento la prevenzione consiste soprattutto nel ridurre l’esposizione alle punture di zanzare. Non esiste 
una terapia specifica per la febbre West Nile. Nella maggior parte dei casi, i sintomi scompaiono da soli 
dopo qualche giorno o possono protrarsi per qualche settimana. La febbre West Nile non si trasmette da 
persona a persona tramite il contatto con le persone infette [191]. 
Il virus WN è ampiamente distribuito in Africa, Medio Oriente, Eurasia ed è stato introdotto in America 
del Nord e America Latina più di recente [192, 193, 194, 195]. Le infezioni animali e quelle umane non 
sono state documentate nell’emisfero ovest fino al 1999 quando un’epidemia si verificò nell’area 
metropolitana di New York City [196]. Il virus WN si è diffuso anche in Canada nel 2001 [197], 
ha raggiunto i Caraibi e l’America centrale nel 2003 [198, 199] e la Bolivia nel 2011 [195]. Negli anni 
2000 è arrivato in molti paesi dell’Europa continentale e del bacino Mediterraneo [190] in seguito 
all’introduzione del virus tramite il passaggio di uccelli migratori dall’Africa con il conseguente 
coinvolgimento di popolazioni locali di zanzare [200]. Tuttavia 
in Europa si sono verificati episodi sporadici più limitati rispetto agli altri continenti [200]. 
Una delle peculiarità di questo virus è quella di poter essere trasmesso da differenti generi e 
specie di zanzare. Ad oggi la lista delle zanzare nelle quali il WNV è stato isolato comprende 
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almeno 75 specie [201]. WNV colpisce  principalmente gli uccelli in un ciclo enzootico [202], meno 
frequentemente si manifesta nei mammiferi, tra i quali equini ed esseri umani sono considerati ospiti a 
fondo cieco [203]. 
 
Dirofilaria – Il genere Dirofilaria (Spirurida: Onchocercidae), appartiene al Phylum dei Nematoda. È 
l’agente della dirofilariosi negli animali selvatici e domestici, ed è trasmissibile accidentalmente 
all'uomo. I nematodi del genere Dirofilaria hanno la caratteristica di essere vermi sottili, che hanno 
come ospite definitivo soprattutto i canidi. Gli embrioni della  Dirofilaria (microfilarie) sono rilasciati 
nel flusso sanguigno dove si rendono disponibili per essere ingeriti da vettori ematofagi, le zanzare 
(ospiti intermedi) [204]. 
Le due specie principali in Italia sono Dirofilaria immitis (filariosi cardiopolmonare del cane) e 
Dirofilaria repens (dirofilariosi sottocutanea canina, che nell’uomo causa congiuntiviti o si posiziona, 
come nel cane, sottocute).  Nell’ospite definitivo, gli adulti di D. immitis occupano parzialmente il lume 
dell'arteria polmonare e, non di rado, parzialmente anche il lume del ventricolo destro. Gli ospiti 
accidentali come l’uomo, non sono adatti allo sviluppo delle larve fino allo stato adulto. Nell’uomo D. 
immitis raramente si localizza a livello cardiaco e la maggior parte dei pazienti rimane asintomatica 
[205]. L'ospite definitivo di D. repens è soprattutto il cane, dove parassita il tessuto sottocutaneo, ma 
sono stati osservati infestazioni anche in gatti domestici, leoni e volpi.  Anche per questa specie l’uomo 
è un ospite accidentale [206]. 
Le filarie italiane sono per lo più simpatriche e in alcuni casi due specie sono presenti nello stesso 
ospite. Pertanto le zanzare, pungendo, potrebbero raccogliere insieme, per esempio, D. repens e D. 
immitis, anche se la loro competenza / efficienza come vettore potrebbe essere, ovviamente, differente 
per ciascuna specie [207]. La dirofilariosi canina è endemica nel nord Italia e altri luoghi eurasiatici 
[208, 209] e coinvolge sia D. immitis che D. repens le quali sono trasmesse da varie specie di zanzare e 
probabilmente anche da altri vettori [210, 211, 212, 213, 214]. Tra i vettori naturali di dirofilariosi può 
esserci anche Ae. albopictus, che trasmette sia D. immitis [215, 216, 217] che D. repens [218, 219]. Da 
quando Ae. albopictus si è stabilizzata in Italia, la trasmissione della dirofilaria da parte della zanzara 
tigre è considerata un rischio non trascurabile nel nostro Paese [213], con implicazioni per la salute 
umana e animale [209, 220, 221, 222]. In Italia, la competenza come vettore di Ae. albopictus per 
entrambe le specie di Dirofilaria è stata dimostrata da Cancrini et al. (1995) nel Lazio. Ae. albopictus è 
anche vettore naturale di D. immitis, come è stato riscontrato nel Veneto e nel del nord-est dell’Italia 
[223, 224]. 
 
Ae. albopictus come vettore di patogeni in Italia – Nel nostro Paese, Ae. albopictus è rapidamente 
divenuto l'infestante di maggiore importanza sanitaria [97]. L'importazione di una specie esotica, 
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potenzialmente pericolosa, e il suo rapido adattamento alle nostre latitudini destò subito notevole 
preoccupazione tra gli esperti del settore: Ae. albopictus è infatti conosciuta come vettore di Dengue, 
Chikungunya e di numerosi altri virus [225]. 
Ae. albopictus è una zanzara estremamente aggressiva verso l’uomo. Le sue punture possono provocare 
l’insorgenza di pomfi pruriginosi, spesso dolorosi e facilmente ulcerabili. Tuttavia la gravità della 
reazione cutanea alla puntura dipende, in larga misura, dalla sensibiltà del singolo individuo. In aree ad 
elevata densità di Ae. albopictus, il continuo disturbo causato dalla loro attività ectoparassitaria può 
essere talmente intollerabile da indurre gli abitanti del luogo a modificare abitudini e attività svolte 
all’aperto [226]. Basti pensare che in uno studio svolto in Thailandia, il numero di punture in ambiente 
esterno della zanzara tigre nei confronti dell’uomo può arrivare a 194 in una sola ora [227]. Il principale 
problema di sanità pubblica relativo ad Ae. albopictus è legato alla sua competenza nella trasmissione  
di almeno 26 arbovirus [228]. In Italia Ae. albopictus è stata considerata essenzialmente una zanzara 
molesta fino al 2007, quando si è rivelata competente nella trasmissione in natura del virus Chikungunya 
in un paese ben al di sotto dell’area di endemia, innescando nella provincia di Ravenna la prima 
epidemia di Chikungunya mai avvenuta in Europa [229]. 
Un ulteriore motivo di preoccupazione è legato, in particolar modo, alla sua competenza vettoriale per il 
virus Dengue e considerando il crescente numero di infezioni importate da aree endemiche, non è da 
escludersi l’eventualità che episodi epidemici causati da questo virus possano verificarsi anche in Italia 
[226]. In Italia Ae. albopictus è anche vettore naturale di dirofilarie (Dirofilaria repens e Dirofilaria 
immitis) [224, 230], agenti causali della filariosi cardiopolmonare dei cani e dei carnivori selvatici, che 
possono occasionalmente essere trasmessi anche all’uomo, nel quale però non sono in grado di 
completare il proprio ciclo riproduttivo [222]. 
Ae. albopictus risulta infine essere vettore anche del WNV, anche se non si conosce ancora bene 
l’importanza nella trasmissione di questo virus da parte della zanzara tigre [231, 232]. 
 
Cx. pipiens come vettore di patogeni in Italia – In Italia Cx. pipiens è la zanzara più comune e riveste 
principalmente il ruolo di ectoparassita, rappresentando un’importante fonte di disturbo, soprattutto 
nelle ore notturne. Dal punto di vista sanitario l’aspetto più importante riguarda il fatto che Cx. pipiens è 
coinvolta nella trasmissione del WNV sia agli equini che all’uomo, ospiti accidentali a fondo cieco del 
virus, mentre gli uccelli rappresentano i principali serbatoi naturali [2]. Pungendo abitualmente sia gli 
uccelli che gli equini e l’uomo, Cx. pipiens può trasmettere l’infezione da uccello a cavallo o da uccello 
a uomo. Per la prima volta dalla comparsa del virus in Toscana nel 1998 (a Fucecchio, FI, solo a carico 
di equini che manifestavano una forte encefalite) [233], un epidemia di West Nile si è verificata in 
Emilia-Romagna e in Veneto tra settembre e novembre 2008, coinvolgendo cavalli e uomo. In tali 
regioni si sono registrati altri casi nel periodo 2009-2010, e le numerose sieropositività riscontrate tra i 
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cavalli e gli operatori del settore lasciano supporre che la diffusione del virus sia molto più ampia di 
quanto ipotizzato in precedenza [226]. Cx. pipiens è anche un potenziale vettore di arbovirus che 
causano la Rift Valley Fever e Usutu, nonché della trasmissione di alcune dirofilarie (D. repens e D. 
immitis) [234, 235, 236]. 
 
1.11 – Sistemi di monitoraggio 
 
Per rilevare tempestivamente ogni nuova infestazione ed attivare un piano di intervento sul territorio e 
comunque per poter seguire l’evolversi delle infestazioni già note, è necessario disporre di un sistema di 
sorveglianza per Ae. albopictus che dia informazioni su presenza, distribuzione e abbondanza della spe-
cie in una certa area, in un certo momento. A tale scopo possono essere predisposti sistemi di monito-
raggio che si avvalgono di mezzi e tecniche diversi. Ad oggi comunque, l’impiego delle ovi-trappole ri-
sulta il sistema più pratico, economico e informativo, anche se non direttamente indicativo della densità 
del vettore presente nell’area studiata [2]. L’ovi-trappola è un contenitore di plastica scuro di 500-800 
ml di capacità, contenente circa 350-500 ml di acqua. Al suo interno è posizionata verticalmente una 
bacchetta di masonite® (3x15 cm) che fornisce alle femmine gravide di Ae. albopictus una superficie 
adeguata su cui deporre le uova, poco sopra la superficie dell’acqua. Le ovi-trappole, identificate con un 
numero d’ordine progressivo, vengono posizionate sul territorio in siti idonei e in numero adeguato, allo 
scopo di avere un’informazione quanto più capillare possibile. Il posizionamento delle trappole deve es-
sere georeferenziato. Durante i controlli settimanali l’acqua dell’ovi-trappola deve essere rinnovata e la 
bacchetta sostituita. In laboratorio, al microscopio ottico, vengono accertate la presenza e il numero del-
le uova deposte [2]. 
Nella progettazione di un sistema di monitoraggio va considerata una serie di azioni sequenziali: 
1. Valutazione del numero rappresentativo di trappole per l’area interessata. 
È un dato che può essere ricavato solamente dall’esperienza sul terreno. Alcuni schemi standard 
che fanno riferimento al rapporto tra numero di trappole per superficie e densità di popolazione, 
o numero di abitazioni, non sono universalmente applicabili, vista la variabilità della tipologia 
abitativa e dell’entità della presenza umana, che caratterizzano i nostri centri abitati. 
2. Scelta dei siti per il posizionamento delle ovi-trappole e collocamento delle stesse. Per fare in 
modo che la trappola sia effettivamente attrattiva, che l’acqua contenuta non evapori completa-
mente nell’arco della settimana e per evitare danneggiamenti o furti, le trappole vanno collocate 
in luoghi verdi, ombreggiati e riparati, ad un’altezza tra zero e 60 cm dal suolo, preferibilmente 
nel giardino di un edificio pubblico o dove comunque ne sia garantita l’integrità. 
3. Cadenza delle operazioni di controllo e manutenzione. Una settimana è l’intervallo minimo di 
tempo che permette una valutazione attendibile del risultato. 
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4. Raccolta, elaborazione, valutazione e archiviazione di dati. I dati da rilevare settimanalmente 
sono sostanzialmente due: 
I. presenza/assenza di uova nella trappola, dato che indica semplicemente la distribuzione 
della zanzara nell’area sorvegliata e dove i focolai d’infestazione sono maggiormente 
concentrati; il dato viene espresso come percentuale di trappole positive sul totale di 
trappole operanti; 
II. numero di uova per trappola positiva; il dato, che viene espresso generalmente come va-
lore medio, indica l’abbondanza relativa della specie nelle varie aree infestate [2]. 
 
Un ulteriore sistema di monitoraggio è attraverso l’uso di trappole per adulti, delle quali ne esistono sva-
riati tipi, ma sostanzialmente consistono in un contenitore con o senza sostanze attrattive, che aspira le 
zanzare adulte attraverso un’elica e le mantiene intrappolate in una sacca a rete a maglie strette [237]. 
Le trappole per adulti hanno però il difetto di essere mediamente costose e necessitano di corrente elet-
trica per funzionare, quindi, per condurre un monitoraggio, risultano meno versatili delle ovi-trappole 
[238]. 
 
1.12 – Insetticidi 
 
Il controllo dei Culicidi di interesse sanitario rappresenta un problema complesso che non può essere ri-
solto con i soli interventi di disinfestazione e che va inserito in un contesto più ampio, sanitario, politico 
e sociale, che porti alla effettiva realizzazione di quella che viene chiamata lotta integrata. I singoli in-
terventi di lotta chimica, non legati alla eliminazione delle cause primarie, non risolvono infatti il pro-
blema, producendo solo risultati temporanei che spesso creano all'ambiente danni più gravi di quelli 
causati dagli insetti stessi [164]. L'approccio corretto alla lotta contro le zanzare è quello di considerarlo 
come un complesso di attività di controllo ambientale, di cui la disinfestazione vera e propria costituisce 
solo una parte. L'eliminazione dei focolai larvali, attraverso una corretta gestione del territorio, deve es-
sere considerata attività primaria rispetto all'impiego degli insetticidi. Premesso questo, l'uso degli inset-
ticidi può essere necessario, soprattutto negli interventi di lotta antilarvale, limitando gli interventi di 
lotta adulticida ai casi di emergenza [164]. 
 
Adulticidi – I principi attivi (pa) più efficaci nel controllo degli adulti di zanzara oggi disponibili sul 
mercato appartengono alla classe chimica dei derivati di sintesi del piretro. Distinguiamo le “piretrine”, 
molecole naturalmente presenti nell’estratto di piretro, sintetizzate industrialmente, e i “piretroidi”, mo-
lecole derivate sinteticamente dalle prime, dotate di un’efficacia insetticida molto più marcata. Le mole-
cole appartenenti al gruppo dei piretroidi di prima generazione sono caratterizzate, come le piretrine, da 
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una rapida azione abbattente e breve o nulla attività residua nel tempo a causa della loro fotolabilità. Le 
molecole di seconda generazione, fotostabili, sono invece dotate di azione residua nel tempo che, quan-
do impiegate correttamente, può prolungarsi, sui substrati trattati, anche per giorni (non va dimenticato 
che si tratta comunque di molecole termolabili, che perdono progressivamente di attività oltre i 30 °C). 
Infine i piretroidi di terza generazione agiscono a livelli di efficacia 10-100 volte maggiori dei preceden-
ti e quindi a dosaggi molto più bassi, relativamente meno pericolosi per l’ambiente. I prodotti devono 
essere formulati come sospensioni concentrate o equivalenti, di tipo flowable, senza solventi organici, 
facilmente dispersibili in acqua. Sebbene i prodotti commerciali siano tutti registrati presso il Ministero 
della Salute, sarebbe bene scegliere quelli che, a parità di efficacia, sono classificati col miglior profilo 
tossicologico, ovvero riportano in etichetta i simboli di pericolo di minore entità [2]. 
 
Larvicidi – A causa dell’eliminazione dall’impiego in campo civile dei più comuni esteri fosforici, la 
scelta è limitata a quelli che genericamente vengono definiti IGR (Insect Growth Regulators). In realtà i 
pa disponibili, già lungamente sperimentati, sono sostanzialmente tre: il Methoprene e il Piryproxifen 
che simulando un ormone della crescita, somministrato alle larve, ne determinano la morte; il Difluben-
zuron, un derivato dell’urea, che agisce come inibitore della sintesi della chitina la quale, rimanendo 
fragile al momento del cambio di stadio, si lacera determinando la morte della larva. Questi prodotti, ai 
dosaggi d’impiego utilizzati contro le larve di Culicidi, sono da considerarsi semi-selettivi, perché rela-
tivamente poco tossici per la fauna non bersaglio e per l’ambiente in generale. Gli IGR sono dotati di 
una certa azione residua che può durare, in condizioni favorevoli, anche alcune settimane, indipenden-
temente dal contenuto di principio attivo dei vari formulati. I formulati più versatili di questi pa non ri-
chiedono l’uso di attrezzature specifiche, trattandosi di pastiglie o tavolette effervescenti o granulari. La 
periodicità dei trattamenti sul suolo pubblico va definita in base alla persistenza del prodotto usato. In 
generale, in assenza di pioggia, il trattamento può essere effettuato ogni 15-20 giorni. In alternativa agli 
IGR si può ricorrere all’unico larvicida biologico disponibile sul mercato, Bacillus thuringiensis var. 
israelensis (B.t.i), estremamente efficace contro le larve di zanzara e assolutamente innocuo per la fauna 
non bersaglio. Sfortunatamente la completa assenza di ogni attività residuale e la scarsa efficacia in ac-
que con forte carico organico (agendo per ingestione, deve competere con le altre particelle sospese in 
acqua di cui si nutrono le larve) ne limitano fortemente l’impiego in situazioni di emergenza, soprattutto 
contro Cx. pipiens in focolai urbani estesi. In aree rurali, invece in presenza di acque chiare (es. canalet-
te irrigue), anche i prodotti a base di B.t.i, in formulati emulsionabili possono dare buoni risultati [2]. 
 
Modalità dei trattamenti larvicidi – I focolai di Ae. albopictus da trattare sul suolo pubblico sono co-
stituiti principalmente da tombini e caditoie per lo smaltimento delle acque di superficie. Verranno uti-
lizzati gli IGR, mentre sono da ritenersi non idonei per il trattamento d’emergenza i prodotti a base di 
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B.t.i., che tuttavia possono risultare molto utili in un secondo momento, nella fase di mantenimento, nel-
le proprietà private (sono disponibili blister di tavolette pre-dosate per l’impiego nei tombini di giardini 
e cortili privati per un trattamento settimanale). Per il trattamento dei tombini, la scelta del formulato tra 
pastiglie effervescenti o concentrati emulsionabili va effettuata in base alle condizioni ambientali e alle 
necessità operative. Va sottolineato che nelle proprietà private vanno trattati solo ed esclusivamente quei 
potenziali focolai che non possono essere rimossi. Sia i trattamenti adulticidi che quelli larvicidi vanno 
ripetuti in caso di forti piogge. Alcuni formulati microgranulari a lenta cessione possono rimanere attivi 
per oltre 3-4 settimane, anche se l’area è interessata da precipitazioni [2]. 
 
Numero e periodicità dei trattamenti – La periodicità dei trattamenti sul suolo pubblico va definita in 
base alla persistenza del prodotto usato. In generale, in assenza di pioggia, il trattamento con Difluben-
zuron o Piriproxifen può essere effettuato ogni 15-20 giorni. In caso di pioggia il trattamento va ripetuto 
al più presto (possibilmente entro le 24 ore). Nelle proprietà private, è suggerito l’uso di pastiglie di li-
bera vendita a base di B.t.i. sufficienti per un trattamento a settimana durante la stagione estiva (almeno 
fino a tutto ottobre). I risultati dei trattamenti antilarvali vanno verificati giornalmente da personale qua-
lificato (o dal privato, se opportunamente preparato su argomenti come lotta biologica e biologia delle 
zanzare) e, qualora fossero presenti larve ancora in grande quantità, ripetuti nei giorni seguenti anche 
per più giorni. Va rammentato che, per il loro peculiare meccanismo d’azione che non uccide rapida-
mente tutte le forme di sviluppo (pupe e larve degli stadi più avanzati possono sopravvivere), la valuta-
zione dell’efficacia di un trattamento con IGR va affidata ad un occhio esperto [2]. 
 
1.13 – Obiettivi del lavoro 
 
Gli obiettivi principali di questo lavoro di tesi sono tre: 
 
I. controllare se è possibile ottenere una riduzione significativa della densità di popolazione di Ae. 
albopictus con l'uso di soli prodotti larvicidi (Diflox®) non inquinanti per l’ambiente e tossici 
solamente per le specie target, senza l'uso di adulticidi; 
II. monitorare la presenza delle diverse specie di zanzare presenti nella zona di San Pierino 
(Fucecchio, FI) trattata con larvicidi, e la zona di San Miniato Basso (San Miniato, PI) non 
trattata; 
III. studiare in laboratorio la competizione intra-specifica tra le larve per testare la sopravvivenza e 





Oltre agli obiettivi principali, sono presenti anche degli obiettivi secondari, svolti in laboratorio: 
 
I. studio in laboratorio degli effetti da parte del Diflox® per verificare se le larve delle aree di 
studio sono resistenti a questo antilarvale e per riportare quale tipo di deformazioni vengono 
causate alle larve (come per esempio la frattura dell’esoscheletro che impedisce la muta); 
II. verifica della presenza del WNV nelle popolazioni di Cx. pipiens e Ae. albopictus nelle aree di 
studio (lavoro svolto in collaborazione con il gruppo di ricerca di virologia del dipartimento di 





























2 – MATERIALI E METODI 
 
2.1 – Aree di studio 
 
Le aree scelte per il monitoraggio sono San Pierino (comune di Fucecchio, Firenze) e San Miniato Bas-
so (Pisa) (fig. 2.1.1). Il paese di San Pierino corrisponde all’area trattata con l’antilarvale, mentre San 
Minato Basso è stato scelto come controllo, quindi non viene effettuato nessun trattamento. Le due zone 
hanno caratteristiche simili, sono zone residenziali, con presenza di molte case, scuole, negozi e zone 
verdi come parchi, giardini e campi sportivi. Le due aree sono sufficientemente distanti (più di 1,5 km) 
per escludere interferenze tra loro durante il lavoro. 
In entrambe le aree sono presenti cani, gatti, conigli, polli, colombi, cavalli, e animali selvatici quali topi 
e altri roditori, volpi ecc. Tutti questi animali sono potenziali ospiti di Ae. albopictus. 
San Pierino è la frazione più popolata del comune di Fucecchio, il numero di abitanti è di 2.187 (9,3% 
del comune di Fucecchio). L’area studio è raccolta in un perimetro di circa 3,5 km e la superficie 
dell’area è di circa 0,7 km² [239]. 
Nel caso di San Miniato Basso non sono momentaneamente disponibili i dati anagrafici, ma tenendo 
conto degli abitanti dell’intero comune (28.000 ab.), della superficie dell’area considerata e del fatto che 
questa è un’area residenziale molto simile a San Pierino, si presume che il numero degli abitanti sia cir-








2.2 – Trappole utilizzate 
 
Per monitorare le aree scelte, sono state utilizzate due tipi di trappola: le ovi-trappole e le trappole per 
adulti. Il materiale è stato fornito dalla ditta di disinfestazione ENTOMOX s.r.l. (Pisa). 
 
Ovi-trappole – Le ovi-trappole (fig. 2.2.1) sono state utilizzate per conoscere la distribuzione e la 
quantità di Ae. albopictus nelle aree di studio. Sono state usate 20 ovi-trappole in totale (10 ovi-trappole 
per area). Le ovi-trappole utilizzate in questo lavoro consistono in un contenitore nero con capienza 
massima di 800 ml, riempito con 400-500 ml di acqua di rubinetto, al cui interno va messa una listella di 
masonite® (detta anche faesite) lunga 13 cm e larga 3 cm (fig. 2.2.1). La masonite® è costituita di fibre 
di legno e risulta ideale per la deposizione delle uova di Ae. albopictus. La listella permette facilmente la 
conta delle uova al microscopio stereoscopico. 
 
Figura 2.2.1. Ovi-trappola con listella di masonite al suo interno. 
 
La quantità di acqua messa all’interno dei contenitori non deve essere troppo poca, perché, soprattutto 
durante i mesi più caldi, rischia di evaporare completamente, lasciando la trappola senza acqua. Non c’è 
invece il rischio di riempire troppo il contenitore e sommergere completamente la listella di masonite® 
impedendo che la superficie sia raggiungibile dalle zanzare tigre adulte, a seguito di piogge, poiché la 
trappola è provvista di buchi laterali che permettono la fuoriuscita dell’acqua in eccesso. Le ovi-trappole 
sono state poste a livello del terreno, in luoghi ombreggiati, possibilmente vicino alla vegetazione (fig. 
2.2.2), dove gli adulti trovano riparo e si riposano quando non sono in cerca di un ospite.  
Lo studio è stato condotto dal 4 aprile al 24 novembre 2014. Nella prima settimana di aprile 2014 sono 
state collocate le ovi-trappole nelle 2 aree di studio ad una distanza di circa 200 metri e controllate ogni 
settimana. Settimanalmente ogni contenitore veniva svuotato, riempito con nuova acqua e le listelle di 
masonite® sostituite con delle nuove. Ogni listella di masonite® presa settimanalmente, veniva portata 
in laboratorio per contare le uova. Rinnovare ogni settimana l’acqua e le listelle di masonite® è 
necessario per evitare che le ovi-trappole diventino potenziali focolai, poiché il ciclo biologico di Ae. 
albopictus, durante i mesi estivi, dura circa 10 giorni. 
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Figura 2.2.2. Ovi-trappola posizionata sotto una siepe. 
 
Trappole per adulti – Le trappole per adulti (fig. 2.2.3) sono state utilizzate per conoscere il numero 
delle specie di Culicidi presenti nelle aree di studio. Sono state utilizzate 2 trappole (1 You Get Out e 1 
BG-Sentinel) per area (4 trappole in totale). 
Le trappole per adulti si basano sul principio che le zanzare femmine adulte riescono ad individuare le 
loro prede seguendo segnali chimici aerodispersi per individuare un eventuale ospite e viene fatta una 
distinzione tra breve e lungo raggio attrazione. L'anidride carbonica è coinvolta in entrambi i processi ed 
attiva e attira le zanzare. Mentre l’anidride carbonica da sola è sufficiente per l’attivazione di una 
femmina adulta nella ricerca dell’ospite, l’attrazione è stata osservata solo in combinazione con uno 
stimolo odoroso organo-chimico [242]. 
 
a)                             b) 
Figura 2.2.3. trappole per adulti di tipo BG-Sentinel (a) e You Get Out (b). 
 
Gli stimoli olfattivi coinvolti nel processo di attrazione comprendono le emanazioni dalla pelle, l'aria 
espirata e le urine. Ognuno di questi è attraente per le zanzare, ma c'è poca conoscenza circa i composti 
chimici che ne causano l'attrazione. L'acido lattico in presenza di CO2 è attraente, poiché sulle antenne 
sono presenti neurorecettori sensibili all’acido lattico. Probabilmente le zanzare fanno uso di altre 
sostanze per individuare l’ospite, ma non si è ancora riusciti a identificarle chimicamente. Si ritiene che 
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l’attrazione potrebbe essere causata da una miscela di diversi composti e che l’effetto sinergico tra molte 
sostanze sia sfruttato dalle femmine per aumentare la probabilità di individuare l’ospite [242]. 
Le trappole utilizzano questa combinazione di sostanze inducendo così le zanzare a considerare la 
trappola come un possibile ospite. Le zanzare catturate sono state contate in laboratorio e classificate per 
specie e sesso. Le trappole BG-Sentinel (BioGen Sentinel) e You Get Out hanno delle caratteristiche in 
comune: 
 dalle trappole viene rilasciato nell’aria circostante un mix di odori simili, nella composizione e 
nella modalità di distribuzione a quelli emessi da un ospite a sangue caldo; 
 l’attrattivo consiste in sostanze non tossiche simili a quelle presenti sulla pelle dell’uomo (acido 
lattico, acidi grassi, ammoniaca); 
 le trappole richiedono corrente elettrica per poter funzionare, sono per uso esterno e possono 
essere esposte alla pioggia. 
Ci sono poi delle differenze tra i due tipi di trappola, You Get Out è provvista di luce UV, rilascia 
anidride carbonica nell’ambiente e l’attrattivo dura non più di 2 mesi, mentre BG-Sentinel non fa uso di 
luce UV, non rilascia anidride carbonica e l’attrattivo dura per circa 5 mesi. 
You Get Out – La trappola You Get Out utilizza diversi metodi per attrarre le zanzare: attraverso una 
lampada UV (stimolo visivo); anidride carbonica e umidità (simulazione  della respirazione dell’ospite); 
il calore (simulazione del corpo di un sopite a sangue caldo); il rilascio di sostanze odorose (stimolo ol-
fattivo) mediante un attrattivo da inserire nella trappola. Quando l’insetto è abbastanza vicino alla trap-
pola, viene risucchiato dalla ventola e finisce in una retina che verrà successivamente estratta. La trap-
pola You Get Out deve essere utilizzata in combinazione con il suo attrattivo, Activix Pro, una striscia di 
materiale umido contenuta in un astuccio che imita gli odori prodotti dalla pelle umana, incrementando 
il potere attrattivo della trappola. Activix Pro ha una durata di 2 mesi, dopo di che va sostituito. Per so-
stituire l’attrattivo  è necessario spegnere la trappola, rimuovere il cappuccio posto sopra la trappola, po-
sizionare Activix Pro all’interno del vano, riposizionare il cappuccio avvitandolo, riposizionare la trap-
pola ed accenderla. La produzione di anidride carbonica avviene direttamente nella trappola per via foto 
catalitica. Il calore rilasciato nell’ambiente è anch’esso prodotto direttamente dalla trappola. You get Out 
è fatta di materiali plastici resistenti all’acqua ed ha una forma cilindrica con dimensioni di 30 cm dia-
metro x 43 cm altezza. Per l’alimentazione è richiesta una rete elettrica a 220V e la potenza assorbita è 




Figura 2.2.4. Trappola You Get Out a 1,5 m da terra. 
 
BG- Sentinel – La trappola consiste di un contenitore cilindrico coperto da una rete. Al centro della gar-
za si applica un imbuto, che, con l'aiuto di una ventola elettrica, posizionata all'interno del contenitore, 
crea un risucchio. Al di sopra della ventola è situato il sacchetto di cattura, per cui, le zanzare, risucchia-
te dalla corrente d'aria rivolta verso il basso, vengono catturate e lì raccolte senza danno. L’aria fuorie-
sce passando la garza e generando correnti d’aria rivolte verso l’alto. Queste sono simili alle correnti di 
convezione prodotte da un ospite umano sia per la loro direzione, sia per la loro struttura geometrica, e, 
grazie all’aggiunta dell’attrattivo, anche per la loro composizione chimica. La trappola si usa general-
mente in combinazione agli attrattivi ‘BG-Lure’, ma senza anidride carbonica. L’attrattivo consiste di 
sostanze non tossiche presenti anche sulla pelle umana (acido lattico, ammoniaca, acidi grassi). Studiata 
originariamente per la cattura della zanzara Ae. aegypti (syn. Stegomyia aegypti ), vettore di febbre gial-
la e dengue, la BG-Sentinel ha dimostrato – in laboratorio e in campo – di catturare efficacemente anche 
altre specie antropofaghe come Ae. albopictus e altre Aedes spp., Culex spp. e Anopheles spp. La trappo-
la ha una forma cilindrica con un diametro di 35 cm e un’altezza di 40 cm. Il ventilatore funziona con 
energia da 9 a 12 V DC (max 280 mA). È  possibile aggiungere un trasformatore [237]. Le trappole so-
no state posizionate per terra (fig. 2.2.5). 
 
 
Figura 2.2.5. Trappola BG-Sentinel posizionata a terra. 
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2.3 – Disposizione delle trappole nelle aree di studio 
Le ovi-trappole e le trappole per adulti sono state collocate in modo da coprire l’intera area studio te-
nendo in considerazione gli spostamenti degli adulti di Ae. albopictus. Nell’area di San Pierino (area 
trattata) le ovi-trappole sono state posizionate a 200 m l’una dall’altra e sono state etichettate con la si-
gle da 1-F a 10-F. Nella posizione 1-F e 2-F sono state disposte rispettivamente le trappole per adulti 
You Get Out e BG-Sentinel (fig. 2.3.1). 
 




Nell’area di San Miniato Basso le trappole sono state collocate in maniera analoga a San Pierino, ad una 
distanza di almeno 200 m l’una dall’altra. Le trappole sono state etichettate con la sigla da 1-S a 10-S. 
Nella posizione 1-S e 10-S sono state posizionate rispettivamente le trappole per adulti You Get Out e 
BG-Sentinel (fig. 2.3.2). San Minato Basso è l’area di controllo, quindi non c’è stato alcun tipo di 




Figura 2.3.2. Collocazione delle trappole in San Miniato Basso. 
 
2.4 – Larvicidi utilizzati 
 
Il trattamento con i larvicidi è stato eseguito una volta al mese, da aprile a ottobre, in tutti i tombini e le 
caditoie in cui era presente acqua lungo tutte le strade di San Pierino. Il trattamento è stato ripetuto dopo 
ogni volta che si è verificato un forte temporale, poiché la pioggia che finisce nelle caditoie dilava le 
sostanze delle compresse disciolte in precedenza. 
Le caditoie totali presenti a San Pierino sono 714, delle quali in media 444 al mese contenenti acqua e 
quindi trattate con i larvicidi. Durante il lavoro sono state usate in totale 3105 compresse di Diflox®. 
 
Diflox® – L’antilarvale usato per il trattamento delle strade di San Pierino è il Diflox® compresse. Si 
tratta di un insetticida regolatore di crescita in compresse pronto uso a base di Diflubenzuron per la lotta 
specifica agli stadi larvali di ditteri. La modalità d’azione è per contatto e ingestione. L’attività 
insetticida consiste nell’inibizione della chitina sintasi e impedisce alle larve di compiere la muta 
portandole a morte. Stadio di sviluppo target sono esclusivamente gli stadi larvali. Le compresse solide 
pesano circa 2 g e sono a lento rilascio di principio attivo. Grazie alla specificità del meccanismo 
biochimico con cui il Diflubenzuron interferisce nel corpo degli insetti, l’applicazione del Diflox® 
compresse non comporta effetti collaterali indesiderati su altri organismi potenzialmente presenti nei siti 
di applicazione quali pesci, rettili, anfibi, uccelli e, naturalmente, mammiferi. È importante sottolineare 
che l’azione insetticida del Diflox® compresse si manifesta in modo lento e progressivo. Diflox® 
compresse è idoneo al trattamento dei luoghi che solitamente divengono, nel corso della stagione 
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primaverile-estiva, piccoli o medi focolai di sviluppo larvale nei centri urbani e nelle aree turistico-
ricreative. In particolare le compresse di Diflox® vanno deposte all’interno di tombini, caditoie, bocche 
di lupo, vasche ornamentali, scoli di acque reflue, aree temporaneamente allagate e tutti gli altri 
manufatti che possono trattenere acqua piovana. La praticità d’uso conferita dalle compresse consente di 
trattare in breve tempo luoghi difficilmente irrorabili con i formulati liquidi per la presenza di ostacoli 
quali ad esempio autoveicoli posti in sosta sopra a tombini ed a caditoie. Riguardo al dosaggio, questo 
varia in funzione della carica organica e della qualità generale delle acque che devono essere trattate. 
Per  acque chiare: una compressa da 2 g ogni 500 – 1000 litri d’acqua; per acque con forte carica 
organica o presenza di fitta vegetazione acquatica: una compressa da 2 g ogni 400 – 500 litri d’acqua. 
Per il trattamento dei tombini, caditoie e bocche di lupo ove non è possibile quantificare l’entità del 
ricambio idrico dovuto al movimento dell’acqua nella rete scolante si suggerisce l’impiego di una 
compressa per tombino. Inoltre è necessario accertarsi che una volta deposta all’interno del tombino la 
pastiglia giunga effettivamente a contatto con l’acqua e non si fermi su altro materiale presente 
all’interno del tombino stesso [244]. 
 
VectoBac DT® – Per i privati, il comune di Fucecchio ha messo a disposizione il VectoBac DT® che è 
un larvicida il cui principio attivo è rappresentato da una tossina naturale ad azione altamente selettiva 
nei confronti di numerose specie di larve di zanzare, comprese le larve di zanzara tigre. Il VectoBac 
DT® si basa sul fatto che il batterio Bacillus thuringiensis var. israelensis (B.t.i.) sporula nell'ospite 
liberando tossine dette tossine B.t. o più esattamente delta-endotossine (innocue per gli esseri umani) 
che danneggiano il tratto digerente delle larve delle zanzare o causando in molte specie di 
lepidotteri una malattia paralitica. Le tossine sono contenute all'interno di cristalli che si dissolvono in 
particolari condizioni presenti a livello intestinale di specifici insetti, infatti le tossine B.t. sono 
estremamente specifiche ed interagiscono con l'intestino di determinate specie d'insetti [245]. Tra i 
generi di zanzare controllati da VectoBac DT®  vi sono Aedes, Anopheles, Culex, ecc. VectoBac DT®  è 
efficace contro tutti gli stadi di sviluppo larvale delle suddette specie. L’effetto larvicida di VectoBac 
DT® si manifesta molto rapidamente, in genere nell’arco di 12-18 ore dall’applicazione. VectoBac DT® 
è indicato per il trattamento dei focolai larvali in acque stagnanti non luride quali bacini di raccolta 
dell’acqua, caditoie stradali, tombini. E’ raccomandato per il trattamento delle vasche di raccolta dei 
liquami, oltre che per applicazioni in fontane, in piccoli specchi d’acqua e nei sottovasi. Una singola 
tavoletta di VectoBac DT® è sufficiente per trattare fino a 50 litri d’acqua. In caso di predominanza di 
larve al 3° stadio di sviluppo o nella fase precoce del 4° stadio, in caso di densità di popolazione elevata, 
o di ambiente idrico fortemente inquinato (ad esempio vasche di raccolta dei liquami o di altri effluenti) 
o di abbondante presenza di alghe, è opportuno raddoppiare il dosaggio di impiego di VectoBac DT®. 
VectoBac DT® va applicato da aprile ad ottobre, ripetendo il trattamento ogni 7-14 giorni in dipendenza 
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delle condizioni ambientali e climatiche. VectoBac DT® ha una bassa tossicità verso l’uomo, la flora, i 
pesci, gli animali domestici e gli insetti non target, compresi gli insetti utili [246]. Le compresse di 
VectoBac DT® dovrebbero essere utilizzate dai cittadini di San Pierino per le loro abitazioni, con 
particolare attenzione per i giardini, chiusini, vasi e sottovasi di grandi dimensioni, recipienti che 
trattengono l’acqua piovana. 
 
2.5 – Identificazione tassonomica e descrizione morfologica 
 
Identificazione tassonomica – Le zanzare adulte raccolte sono state contate e sono state identificate 
morfologicamente fino al rango di specie attraverso l’uso del microscopio stereoscopico. Per 
l’identificazione sono state usate delle chiavi dicotomiche e delle tavole identificative che descrivono la 
morfologia dell’adulto. I lavori di riferimento sono i seguenti: 
    Le zanzare italiane: Generalità e identificazione degli adulti [247]; 
 Linee guida per il controllo di Culicidi potenziali vettori di arbovirus in Italia [2]; 
 Manual of nearctic diptera – vol. 1 [248]; 
 Les moustiques d’Europe au 06 10 2011 [249]. 
 
Alcuni individui sono stati identificati fino al genere, in quanto risultavano essere troppo rovinati per 
identificarne la specie. 
Gli individui che risultavano essere troppo rovinati per l’identificazione del genere non sono stati inclusi 
nel database. 
 
Descrizione morfologica di Ae. albopictus – Per identificare Ae. albopictus è stata soprattutto presa in 
esame la descrizione tratta dall’articolo “Le zanzare italiane: generalità e identificazione degli adulti 
(Diptera, Culicidae)” di Severini et al. (2009) [247]. 
 
Sia la femmina che il maschio hanno il corpo ricoperto di scaglie nere; il mesonoto presenta una stretta 
banda medio-longitudinale di scaglie bianco-argentee che si assottiglia posteriormente. Nella metà 
posteriore del mesonoto sono visibili due sottili strie bianche latero- longitudinali. I femori sono scuri e 
presentano un anello apicale di scaglie bianche, eccetto quello posteriore che nella porzione prossimale 
interna è ricoperto di scaglie chiare; le tibie sono completamente scure. Sulle zampe anteriori e medie il 
tarso presenta stretti anelli di scaglie bianche alla base dei primi due segmenti; il tarso delle zampe 
posteriori presenta i primi 4 segmenti con anelli bianchi più spessi di quelli delle altre zampe e l’ultimo 
completamente bianco. Le unghie di tutte le zampe sono semplici. L’addome presenta macchie di 
scaglie bianche ai lati di ciascun tergite e una banda trasverso-basale di scaglie bianche molto sottile o 
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addirittura interrotta nel mezzo [247]. 
 
2.6 – Esperimento sulla competizione intra-specifica delle larve di Ae. albopictus 
 
Per l’esperimento sono stati utilizzati contenitori semi-trasparenti con capienza di 500 ml riempiti con 
450 ml di acqua di rubinetto. È stata mantenuta una temperatura media dell’acqua di 23°C per tutta la 
durata dell’esperimento e un fotoperiodo di 14 ore di luce. Le larve sono state ottenute dalla schiusa 
delle uova di Ae. albopictus adese alle listelle di masonite utilizzate per il monitoraggio. Durante 
l’esperimento le larve venivano nutrite con cibo granulare per gatti Friskas. 
Per la condizione di cibo carente sono stati allestiti 5 contenitori (fig. 2.6.1) con 20, 40, 80, 120 e 180 
uova ognuno e viene data una quantità di cibo pari a 0,06 g per ogni contenitore. La stessa quantità di 
cibo fa si che la competizione sia sempre più marcata con un numero crescente di larve (con 0,06 g per 
180 larve si ha la competizione maggiore). 
Per la condizione di cibo abbondante, sono stati allestiti 5 contenitori con 20, 40, 80, 120 e 180 uova ri-
spettivamente per contenitore, il cibo in questo caso è stato fornito in proporzione al numero di larve, in 
modo che fosse sufficiente per lo sviluppo di tutti gli individui di ogni contenitore senza che questi fos-
sero competitivi tra loro. La quantità di cibo fornita in condizioni di nutrienti abbondanti è stata la se-
guente: 0,07g/20 larve; 0,14g/40 larve; 0,28 g/80 larve; 0,42g/120 larve; 0,63/180 larve. La quantità di 
cibo è stata decisa sulla base dell’articolo “On the competition occurring between Aedes albopictus and 
Culex pipiens (Diptera- Culicidae) in Italy” di Carrieri et al. (2003) [169]. Per ogni condizione sono sta-
te fatte 6 repliche.  
 
 
Fig 2.6.1. Stuttura dell’esperimento sulla competizione intraspecifica 
 
Ciascuna replica è stata controllata ogni 24 ore dall’inizio dell’esperimento e sono stati annotati il 
numero di larve vive, il numero di femmine e di maschi adulti, i tempi di sfarfallamento, e la lunghezza 
del corpo degli adulti. La mortalità delle larve, i tempi di sfarfallamento, la quantità di maschi e 
femmine adulti e la lunghezza del corpo sono stati poi comparati tra condizioni di cibo abbondante e 
condizioni di cibo carente. 
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2.7 – Effetti del Diflox® sulle larve di Ae. albopictus 
 
In laboratorio è stata sperimentata l’efficienza del Diflox®. Le condizioni dell’esperimento sono le 
stesse di quelle in condizioni di cibo abbondante dell’esperimento sulla competizione intra-specifica, 
ovvero 5 contenitori da 500 ml semi-trasparenti riempiti con 450 ml di acqua di rubinetto, con 0,07g/20 
larve; 0,14g/40 larve; 0,28 g/80 larve; 0,42g/120 larve; 0,63/180 larve rispettivamente per contenitore 
(fig. 2.7.1). In ogni contenitore sono stati aggiunti 0,002 g di Diflox® indipendentemente dal numero di 
larve. La quantità di larvicida da mettere nei contenitori è stata decisa in base al volume di acqua: dato 
che per 500 l sono necessari circa 2 g di Diflox®, per 0,450 l ne bastano 0,002 g. Per ogni condizione 
sono state fatte 2 repliche e ciascuna replica è stata controllata ogni 24 ore dall’inizio dell’esperimento 
per verificare la mortalità delle larve. Un ulteriore obiettivo di questo esperimento è riportare gli effetti 
del Diflox® come per esempio malformazioni o fratture dell’esoscheletro che impediscono la muta delle 
larve portandole a morte. 
 
 
Fig 2.7.1. Stuttura dell’esperimento sugli effetti e l’efficacia del Diflox® 
 
2.8 – Verifica della presenza di WNV nelle popolazioni di Cx. pipiens e Ae. albopictus di San 
Pierino 
 
Gli individui adulti appartenenti alle specie Cx. pipiens e Ae. albopictus  raccolti con le trappole per 
adulti nell’aera di San Pierino sono stati forniti al gruppo di ricerca di virologia del dipartimento di 
scienze veterinarie di Pisa (VIROVET group) il quale verificherà l’eventuale presenza di WNV nelle 
suddette specie attraverso analisi di laboratorio. 
 
2.9 – Analisi statistiche 
 
Sono stati utilizzati i seguenti test statistici: test chi quadro di indipendenza; test di Wilcoxon della 
somma dei ranghi; test di Shapiro-Wilk; test di correlazione di Spearman. 
La significatività di un test è raggiunta quando il valore P è minore di 0,05. Il risultato è altamente 
significativo quando il valore P è minore di 0,01. 




Monitoraggio – I risultati del monitoraggio sono stati analizzati separatamente per San Pierino e San 
Miniato Basso e poi messi a confronto. Per ogni area, il numero medio di uova/settimana è stato messo 
in relazione alle condizioni climatiche, più precisamente alla temperatura media/settimana, millimetri di 
pioggia totali/settimana e percentuale media di umidità/settimana. 
Per ogni area è stato analizzato separatamente il numero totale degli adulti/settimana delle specie Ae. 
albopictus e Cx. pipiens e delle altre specie, ulteriormente suddiviso tra femmine e maschi. 
È stata fatta una comparazione dei risultati tra area trattata e area di controllo con il test di Wilcoxon 
della somma dei ranghi riguardo alla quantità di uova. È stata messa a confronto anche la quantità di 
Ae. albopictus adulti catturati nelle due aree. 
Separatamente per le due aree, è stato fatto un confronto sulla capacità di cattura dei due tipi di trappola 
comparando la quantità totale di adulti catturati per trappola. È stata infine valutata la capacità di cattura 
delle specie presenti nelle due aree da parte delle trappole per adulti con il test chi quadro. 
 
Esperimento sulla competizione tra larve – Per l’esperimento sulla competizione i risultati sono stati 
divisi per numero di sfarfallamenti, tempi di sfarfallamento, e dimensioni medie per replica degli adulti 
sfarfallati. Questi dati sono stati suddivisi ulteriormente tra femmine e maschi e poi messi a confronto 
utilizzando il test chi quadro per il numero di sfarfallamenti e i tempi di sfarfallamento, e il test di 
Wilcoxon della somma dei ranghi per le dimensioni degli adulti sfarfallati. 
 
Riguardo all’esperimento con il Diflox® è stata misurata la mortalità delle larve contando il numero di 

















3 – RISULTATI 
 
3.1 – Premessa 
 
I risultati sono di seguito rappresentati separatamente per le due aree studio, successivamente sono stati 
comparati. Per mettere in relazione la distribuzione e la quantità delle uova di Ae. albopictus nelle aree 
di studio con l’andamento temporale del monitoraggio, si è scelto di sintetizzare i dati ricorrendo ad un 
grafico nel quale la variabile indipendente è il tempo (settimane progressive di monitoraggio a partire 
dall’11 aprile fino al 24 novembre 2014) mentre le variabili dipendenti sono la percentuale di ovi-
trappole positive e il numero medio di uova per settimana, rappresentate entrambe con linee con indica-
tori, rispettivamente sull’asse Y di sinistra e sull’asse Y di destra (asse Y secondario). Nel grafico viene 
quindi mostrato l’andamento nel tempo della distribuzione delle uova (asse Y principale) e la loro quan-
tità (asse Y secondario).  
Per quanto riguarda gli insetti adulti, sebbene lo studio sia focalizzato su Ae. albopictus, è stato raccolto 
un alto numero di Cx. pipiens. Inoltre sono state identificate altre 8 specie di Culicidi (10 specie in 
toale), tuttavia in termini quantitativi, gli insetti appartenenti a queste specie risultano essere un numero 
esiguo (1% degli individui totali), per cui in determinate analisi sono state considerate solamente le 
specie Ae. albopictus e Cx. pipiens. 
 
3.1.1 – San Pierino 
 
Uova – Tra il 4 aprile e il 24 novembre 2014 le uova di Ae. albopictus raccolte a San Pierino sono state 
23.967 in totale. La fig. 3.1.2.1 rappresenta la media delle uova per settimana (linea rossa, asse Y prin-
cipale) e la percentuale delle ovi-trappole positive su quelle operanti per settimana (linea grigia, asse Y 
secondario). I grafici che seguono rappresentano il numero medio di uova per settimana (linea rossa) 
messi in relazione ai dati climatici (linea nera), in particolare alla temperatura media/settimana (fig. 



























Adulti – Dalle trappole per la cattura degli insetti adulti sono state identificate 9 specie diverse e il 
numero di zanzare è 7.732 (4.920 femmine e 2.812 maschi) delle quali 789 Ae. albopictus (480 femmine 
e 309 maschi), 6.856 Cx. pipiens (4.366 femmine e 2.470 maschi), 69 Cl. longiareolata (40 femmine e 
29 maschi), 6 Cx. hortensis (4 femmine e 2 maschi), 5 Oc. caspius (5 femmine), 2 Oc. rusticus (2 
femmine), 1 Cl. annulata (femmina), 1 Cx. theileri (femmina), 2 An. maculipennis (1 femmina e 1 
maschio) e 1 Anopheles sp. (femmina). 
 
 a)   b) 
Figura 3.1.1.5. (a) Totale degli adulti catturati a San Pierino divisi per specie. (b) Totale degli adulti catturati a San 
Pierino divisi per specie e sesso. 
 
 





La trappola You Get Out ha catturato 4.422 zanzare (2.843 femmine e 1.579 maschi): 4.314 Cx. pipiens 
(2.784 femmine e 1.530 maschi), 46 Ae. albopictus (26 femmine e 20 maschi) e 62 individui 
appartenenti ad altre specie (fig. 3.1.1.7a). 
La trappola BG-Sentinel ha catturato 3.310 zanzare (2.077 femmine e 1.233 maschi): 2.704 Cx. pipiens 
(1.602 femmine e 940 maschi), 743 Ae. albopictus (454 femmine e 289 maschi) e 25 individui 






 a)   b) 
Figura 3.1.1.7. (a) Totale degli adulti catturati a San Pierino con la trappola You Get Out divisi per specie. (b) Totale 




Aedes albopictus – Di seguito sono riportati i dati divisi per sesso e per tipo di trappola per quanto 
riguarda la specie Ae. albopictus. 
 
 




 a)   b) 
Figura 3.1.1.9. (a) Totale degli adulti di Ae. albopictus catturati con la trappola YGO divisi per sesso. (b) Totale degli 




Culex pipiens – Di seguito sono riportati i dati divisi per sesso e per tipo di trappola per quanto riguarda 
la specie Cx. pipiens. 
 
 




 a)   b) 
Figura 3.1.1.11. (a) Totale degli adulti di Cx. pipiens catturati con la trappola YGO divisi per sesso. (b) Totale degli 






 3.1.2 – San Miniato Basso 
 
Uova – Le uova di Ae. albopictus raccolte a San Miniato Basso sono state 42.278 in totale. La fig. 
3.1.2.1 rappresenta la media delle uova per settimana (linea blu, asse Y principale) e la percentuale delle 
ovi-trappole positive su quelle operanti per settimana (linea grigia, asse Y secondario). I grafici che se-
guono rappresentano il numero medio di uova per settimana (linea blu) messi in relazione ai dati clima-
tici (linea nera), in particolare alla la temperatura media/settimana (fig. 3.1.2.2), i millimetri di pioggia 



















Figura 3.1.2.4. Relazione tra numero di uova di Ae. albopictus e umidità percentuale a San Miniato Basso. 
 
 
Adulti – Sono state identificate 8 specie diverse e il numero di adulti totale di zanzare catturate è stato 
di 6.000 (3.693 femmine e 2.307 maschi) delle quali 1.597 Ae. albopictus (1.242 femmine e 355 
maschi), 4.323 Cx. pipiens (2.396 femmine e 1.927 maschi), 52 Cl. longiareolata (34 femmine e 18 
maschi), 12 Cx. hortensis (9 femmine e 3 maschi), 3 Oc. caspius (maschi), 4 Oc. rusticus (3 femmine e 
1 maschio), 1 Cl. annulata (femmina) e 8 An. plumbeus (femmine). 
 
a)    b) 
Figura 3.1.2.5. (a) Totale degli adulti catturati a San Miniato Basso divisi per specie. (b) Totale degli adulti catturati a 





Figura 3.1.2.6. Numero totale di tutte le specie di zanzara catturate per settimana a San Miniato Basso 
 
La trappola You Get Out ha catturato 2.727 zanzare (1.229 femmine e 1.498 maschi): 2.599 Cx, pipiens 
(1.133 femmine e 1.466 maschi), 99 Ae. albopictus (78 femmine e 21 maschi) e 29 individui 
appartenenti ad altre specie (fig. 3.1.2.7a). 
La trappola BG-Sentinel ha catturato 3.273 zanzare (2.464 femmine e 809 maschi): 1.724 Cx. pipiens 
(1.263 femmine e 461 maschi), 1.498 Ae. albopictus (1.164 femmine e 334 maschi) e 51 individui 
appartenenti ad altre specie (fig.3.1.2.7b). 
 
 a)   b) 
Figura 3.1.2.7. (a) Totale degli adulti catturati a San Miniato Basso con la trappola You Get Out divisi per specie. (b) 





Aedes albopictus – Di seguito sono riportati i dati divisi per sesso e per tipo di trappola per quanto 
riguarda la specie Ae. albopictus. 
 
 




 a)   b) 
Figura 3.1.2.9. (a) Totale degli adulti di Ae. albopictus catturati con la trappola YGO divisi per sesso. (b) Totale degli 








Culex pipiens – Di seguito sono riportati i dati divisi per sesso e per tipo di trappola per quanto riguarda 
la specie Cx. pipiens. 
 
 




 a)   b) 
Figura 3.1.2.11. (a) Totale degli adulti di Cx. pipiens catturati con la trappola YGO divisi per sesso. (b) Totale degli 






3.1.3 – Comparazione dati tra San Pierino e San Miniato Basso 
 
Relazione con i dati climatici – Per studiare la dipendenza tra il numero totale di uova raccolte e i 
parametri climatici è stata usata la correlazione di Spearman tra il numero totale di uova raccolte nelle 
varie settimane nelle due zone di San Pierino e San Miniato Basso e i parametri climatici: temperatura 
media per settimana; mm di pioggia totali per settimana; % di umidità media per settimana.  
In accordo con il lavoro di Severini et al., (2008) [156] risultano correlate positivamente la quantità di 
uova e la temperatura media, mentre non vi è correlazione con gli altri due parametri climatici (P > 0.05).  
Sia ρ  il coefficiente correlazione di Spearman. Correlazioni con la temperatura T : 
San Pierino: ρ =  0.7035, valore P << 0.01 
San Miniato: ρ = 0.7479, valore P << 0.01 
 
Differenza tra le quantità di uova raccolte nelle due aree – Nel grafico in fig. 3.1.3.1 è stato messo a 
confronto il numero medio di uova per settimana delle due aree di studio. È stato eseguito il test di 
Shapiro-Wilk sulle quantità di uova per settimana raccolte nelle due zone per verificare la normalità dei 
dati. Questi dati non sono normalmente distribuiti perché i due test risultano altamente significativi: 
San Pierino     valore P = 0.0015 
San Miniato    valore P = 0.0029 
 
Per paragonare la quantità di uova raccolte per settimana nelle due zone, si deve pertanto usare un test 
non parametrico, il test di Wilcoxon della somma dei ranghi. 
Non vi è differenza significativa tra le mediane delle quantità di uova raccolte nelle due zone:  
San Pierino:  mediana = 55 
San Miniato: mediana = 81             




Figura 3.1.3.1. Valore medio delle uova per settimana a San Pierino e San Miniato Basso. 
 
Non ci sono grandi differenze per quanto riguarda la percentuale delle ovi-trappole positive su quelle 
operanti tra le due zone (fig. 3.1.3.2). 
 
 




Differenza tra la quantità di Ae. albopictus e Cx. pipiens adulti catturati nelle due aree – Durante il 
monitoraggio sono state catturate 13.732 zanzare in totale. La percentuale degli adulti catturati a San 
Pierino è 56,2% (7732 individui), mentre a San Miniato Basso è stato catturato il 43,8% (6000 









Differenza tra la quantità di Ae. albopictus e Cx. pipiens adulti catturati dalle trappole – Nella 
tabella 3.1.3.1. sono riportate le quantità di adulti di Ae. albopictus, Cx. pipiens e altre specie catturate a 
San Pierino e San Miniato Basso divise in base al tipo di trappola. 
 
 






Ae. albopictus Cx. pipiens altre sp. Ae. albopictus Cx. pipiens altre sp.
YGO 46 4314 62 99 2599 29 7149
BG-S 743 2542 25 1498 1724 51 6583




Capacità di cattura delle trappole per adulti in base al sesso – Sono stati contati a prescindere dalla 
specie, i maschi e le femmine catturate in totale nelle due aree di studio. A San Pierino sono stati 
catturati 4.920 femmine e 2.812 maschi, a San Miniato Basso sono stati catturati 3.693 femmine e 2.307 
maschi. 
 
 a)   b) 
Figura 3.1.3.4. (a) Totale femmine e maschi catturati a San Pierino. (b) Totale femmine e maschi catturati a San Miniato 
Basso 
 
3.2 – Esperimento sulla competizione tra larve 
 
I risultati dell’esperimento svolto in laboratorio sulla competizione intra-specifica tra le larve di Ae. 
albopictus sono presentati separatamente per numero di sfarfallamenti, tempi di sfarfallamento e 
dimensioni degli adulti sfarfallati. 
 
3.2.1 – Numero di sfarfallamenti 
 
Il numero di individui sfarfallati nei contenitori con carenza di cibo è di 555 in totale (144 femmine e 
414 maschi) (tab. 3.2.1.1a). Nei contenitori con abbondanza di cibo, in totale sono sfarfallati 1079 
individui (467 femmine e 612 maschi) (tab. 3.2.1.1b). La differenza tra il numero totale di sfarfallamenti 
in carenza e abbondanza di cibo è altamente significativa (test chi quadro P << 0.01). 
Nel caso di carenza di cibo la percentuale degli individui sfarfallati decresce sempre in maniera 
significativa. Nel caso di abbondanza di cibo la percentuale di individui sfarfallati decresce tra 20 e 40 
larve iniziali in maniera significativa, poi rimane più o meno costante (test chi quandro non 
significativo) tra le situazioni 40 e 120 larve iniziali, e infine decresce nuovamente in maniera 











Tabella 3.2.1.1. (a) 1a. Numero di adulti sfarfallati in condizioni di carenza di cibo. (b) Numero di adulti sfarfallati in 







Tabella 3.2.1.2. Percentuale di individui sfarfallati in condizioni di abbondanza e carenza di cibo 
 
F M F M F M F M F M F M F M F+M
20 10 10 4 3 3 5 7 13 8 12 10 10 42 53 95
40 6 16 3 5 6 14 2 10 7 16 1 11 25 72 97
80 4 24 14 14 5 22 1 11 1 17 11 19 36 107 143
120 1 20 9 21 13 19 0 15 2 16 2 12 27 103 130
180 3 32 2 13 1 7 2 4 1 15 2 8 11 79 90
141 414 555









F M F M F M F M F M F M F M F+M
20 4 12 5 14 9 11 0 4 5 15 9 7 32 63 95
40 1 2 10 20 4 3 8 12 9 5 29 11 61 53 114
80 15 30 10 25 5 8 22 21 24 29 12 14 88 127 215
120 35 60 30 45 30 40 18 18 13 26 10 23 136 212 348









1 2 3 4 5 6
F+M larve tot morti % sfar
95 120 25 0,792
97 240 143 0,404
143 480 337 0,298
130 720 590 0,181
90 1080 990 0,083
555 2640 2085 0,210
carenza di cibo
F+M larve tot morti % sfar
95 120 25 0,792
114 240 126 0,475
215 480 265 0,448
348 720 372 0,483
307 1080 773 0,284















 a)   b) 
Figura 3.2.1.3. (a) Numero totale degli individui maschi e femmine sfarfallati in condizioni di: (a) carenza di cibo; (b) 




3.2.2 – Tempi di sfarfallamento 
 
Dai grafici sui tempi di sfarfallamento (figg. 3.2.2.1 e 3.2.2.2) si può osservare che sia in condizioni di 
carenza che di abbondanza di cibo, la maggior parte degli individui sfarfalla tra il giorno 8 e il giorno 
13. La stragrande maggioranza degli adulti è sfarfallata durante i giorni 9 e 10. Tuttavia, mentre con 
cibo abbondante l’ultima larva rimasta in vita sfarfalla il giorno 20, con cibo carente 21 individui 
sfarfallano tra i giorni 21 e 63 dall’inizio dell’esperimento, e l’ultima larva è morta il 66° giorno. 
Con il test chi quadro è stata paragonata la percentuale di femmine sfarfallate tra i giorni 9 e 13, sia 








Figura 3.2.2.1. Tempi di sfarfallamento in condizioni di carenza di cibo. Ascisse: numero dei giorni dall’inizio 








Figura 3.2.2.2. Tempi di sfarfallamento in condizioni di abbondanza di cibo. Ascisse: numero dei giorni dall’inizio 





Tabella 3.2.2.1. Paragone della percentuale dei tempi di sfarfallamento delle femmine sfarfallate tra i giorni 9 e 13. f: 
femmine; m: maschi. 
 
3.2.3 – Dimensioni degli adulti 
 
Nella tabella 3.2.3.1 sono rappresentati i valori medi delle dimensioni degli adulti divisi in femmine e 
maschi, in condizioni di carenza e abbondanza di cibo. Dalla tabella 3.2.3.2 si noti che i dati delle 
dimensioni non rispettano la normalità (test di Shapiro-Wilk significativo) quindi è stato usato un test 
non parametrico per paragonare le dimensioni dei maschi e delle femmine in carenza e abbondanza di 
cibo. Le mediane sono state messe a confronto attraverso il test di Wilcoxon della somma dei ranghi, 
tenendo conto del sesso (tab. 3.2.3.3).  
 
 
Tabella 3.2.3.1. Dimensioni (millimetri) degli adulti sfarfallati in condizioni di abbondanza e carenza di cibo. 
 
carenza-abbondanza
tot f % f m tot f % f m % f
7 0 0 0 0
8 45 0 0 45 66 2 0,030 64
9 149 12 0,081 137 534 155 0,290 379 molto alt sign
10 185 46 0,249 139 328 208 0,634 120 alt sign
11 74 28 0,378 46 61 31 0,508 30 non sign
12 39 15 0,385 24 35 24 0,686 11 alt sign
13 31 26 0,839 5 21 17 0,810 4 non sign
14 3 3 1,000 0 6 5 0,833 1
15 6 2 0,333 4 13 12 0,923 1
16 2 0 0,000 2 4 4 1,000 0
17 0 0 1 1 1,000 0
18 0 0 6 5 0,833 1
19 0 0 2 2 1 0
20 0 0 2 1 0,5 1
21 1 0 0 0 0
22 0 0 0 0
23 1 1 1 0 0
abbondanza di cibocarenza di cibo
giorno
media var mediana num media var mediana num
m 3,612 0,074 3,65 43 3,531 0,091 3,53 40
f 3,935 0,041 3,93 30 3,847 0,037 3,90 38
m 3,815 0,024 3,80 34 3,118 0,096 3,00 45
f 3,964 0,086 4,00 37 3,118 0,256 3,00 25
m 3,639 0,083 3,60 48 3,003 0,115 3,00 48
f 3,940 0,034 4,00 45 3,183 0,103 3,10 27
m 3,820 0,085 3,80 48 2,877 0,031 2,90 48
f 4,198 0,058 4,10 48 3,005 0,023 3,00 21
m 3,909 0,043 3,95 43 2,170 0,028 2,15 43
f 4,075 0,031 4,10 42 2,368 0,098 2,35 11
180
Larve sesso














Tabella 3.2.3.3. Mediane della lunghezza del corpo (millimetri) e test di Wilcoxon della somma dei ranghi per il 
confronto delle dimensioni degli adulti sfarfallati. 
 
3.3 - Efficacia ed effetti del Diflox® sulle larve 
 
Nella tabella di seguito (tab. 3.3.1) sono presentati il numero di larve vive per replica ogni 24 ore dalla 
schiusa delle uova.  
 
 
Tabella 3.3.1. Numero di larve vive ogni 24h. 
Larve sesso abbondanza cibo carenza cibo
m non sign non sign
f non sign non sign
m non sign alt sign
f non sign alt sign
m alt sign non sign
f sign non sign
m non sign sign
f alt sign non sign
m non sign alt sign







♂ ♀ wilcoxon ♂ ♀ wilcoxon
20 3,65 3,93 alt sign 3,53 3,90 alt sign
40 3,80 4,00 non sign 3,00 3,00 non sign
80 3,60 4,00 alt sign 3,00 3,10 non sign
120 3,80 4,10 alt sign 2,90 3,00 sign
180 3,95 4,10 alt sign 2,15 2,35 non sign
abbondanza cibo carenza cibo
Larve
♂ abbondanza ♂ carenza wilcoxon ♀ abbondanza ♀ carenza wilcoxon
20 3,65 3,53 non sign 3,93 3,90 non sign
40 3,80 3,00 alt sign 4,00 3,00 alt sign
80 3,60 3,00 alt sign 4,00 3,10 alt sign
120 3,80 2,90 alt sign 4,10 3,00 alt sign
180 3,95 2,15 alt sign 4,10 2,35 alt sign
abbondanza/carenza cibo
Larve
replica 1 replica 2 replica 1 replica 2 replica 1 replica 2 replica 1 replica 2 replica 1 replica 2
1 20 20 40 40 80 80 120 120 180 180
2 3 6 8 2 12 7 15 10 25 10
3 1 1 7 2 16 6






Diflox - mortalità 
Larve
Numero larve
20 40 80 120 180
73 
 
La mortalità delle larve è del 100% in tutte le repliche. La maggior parte degli individui è morta entro il 
secondo giorno dopo la schiusa delle uova, mentre solo in un caso le larve sono sopravvissute fino al 
sesto giorno, successivamente sono morte anch’esse. Il Diflox® risulta quindi essere molto efficace nei 
confronti delle larve al primo e secondo stadio (L1 e L2). 
Sono stati fotografati gli effetti del Diflox® sulla morfologia delle larve. Principalmente è stato 
riscontrato un allungamento anomalo della cervice (fig. 3.3.2) e la formazione di una gobba a livello del 
torace (fig. 3.3.3). In alcuni casi si è verificata la frattura dell’esoscheletro a livello del capo (fig. 3.3.4) 
e una segmentazione parziale dell’addome (fig. 3.3.5). Ciò che accomuna tutte queste malformazioni è 
l’impedimento della muta da parte della larva e quindi l’impossibilità di passare allo stadio larvale 
successivo, con conseguente morte dell’individuo. Mentre la segmentazione parziale dell’addome 
verificatasi su Ae. albopictus non è stata riscontrata per esempio da Costa e Tadei (2012) su Anopheles 
darlingi [250], l’organizzazione alterata del corpo fa parte delle malformazioni possibili degli embrioni 
di alcune specie dei generi Aedes e Culex in presenza di Diflubenzuron [251]. La malformazione della 
zona cervicale, la frattura dell’esoscheletro e la formazione di un cefalotorace che sono state 












Figura 3.3.2. Dettaglio del capo e del torace di una larva normale. 
 
 





Figura 3.3.4. Larva con torace e capo deformato. 
 
                 
    Figura 3.3.5. Frattura dell’esoscheletro all’esremità                  Figura 3.3.6. Segmentazione parziale dell’addome. 
    posteriore del capo. 
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4 – DISCUSSIONE 
 
4.1 – Monitoraggio 
 
4.1.1 – Clima 
 
In entrambe le zone il numero medio di uova per settimana non risulta essere correlato con la pioggia e 
l’umidità, ma risulta esserlo con la temperatura, in accordo con diversi lavori sul controllo biologico di 
Ae. albopictus in città o in zone peridomiciliari [156, 252, 253]. Il fatto che il numero di uova medio per 
settimana non sia correlato con la piovosità indica un’evidente antropizzazione del territorio, con un 
grande numero di siti per la deposizione delle uova per la zanzara tigre forniti direttamente dall’uomo, 
come i contenitori artificiali citati sopra [2]. Il numero di uova e la percentuale di ovi-trappole positive è 
infatti correlato con la piovosità solamente in zone in cui l’uomo è assente o scarsamente presente, dove 
i siti per la deposizione sono rappresentati da cavità arboree, ascelle fogliari e pozze momentanee, 
disponibili solamente dopo le piogge [254, 255]. 
La temperatura gioca un ruolo fondamentale nella biologia di Ae. albopictus, soprattutto a livello 
metabolico, in particolare va sottolineato che con temperature più alte il ciclo biologico è più veloce 
[136]. Infatti, sia a San Pierino che a San Miniato Basso, il picco di uova deposte si è verificato durante 
la prima settimana di settembre, dopo che nel mese di agosto le temperature medie sono oscillate tra 23 
e 24°C. 
 
4.1.2 – Uova 
 
Osservando il grafico in fig. 3.1.1.1 si noti che a San Pierino la percentuale della positività di trappole 
operanti ha raggiunto il 90 - 100% a partire dal 23 giugno e rimane circa costante fino a ottobre, a 
novembre cala bruscamente. La quantità delle uova per settimana ha seguito un andamento abbastanza 
regolare: durante il periodo di massima densità stagionale della specie, corrispondente ai picchi di 
agosto e di settembre, valori medi piuttosto elevati di uova per settimana (150-240) sono stati riportati in 
tutti i siti in cui si trovavano le ovi-trappole. Il picco massimo si è verificato tra l’1 e l’8 settembre con 
una media di 248 uova e con una positività del 100% delle ovi-trappole operanti. 
Nell’area di San Miniato Basso (fig. 3.1.2.1) si noti che la percentuale della positività di trappole 
operanti ha raggiunto il 90 - 100% a partire dal 10 giugno rimane costante fino a ottobre, a novembre 
cala bruscamente. La quantità delle uova per settimana ha seguito un andamento abbastanza regolare: 
durante il periodo di massima densità stagionale della specie, corrispondente ai picchi di agosto e di 
settembre, valori medi molto elevati di uova per settimana (250-350) sono stati riportati in tutti i siti in 
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cui si trovavano le ovi-trappole. Il picco massimo si è verificato tra l’1 e l’8 settembre con una media di 
359 uova e con una positività del 100% delle ovi-trappole operanti. 
Dato che nel periodo di massima densità stagionale (da luglio a ottobre), il cui picco è a settembre, in 
accordo con quanto verificato da Di Luca et al. (2001) [268], la percentuale delle ovi-trappole positive è 
del 100% in entrambe le zone. Non c’è differenza nella distribuzione delle uova, mentre c’è una 
differenza nella quantità di uova, che risulta essere maggiore a San Miniato Basso. Tuttavia tale 
differenza non risulta essere significativa secondo il test di Wilcoxon della somma dei ranghi (valore P = 
0.078). Si noti però che la significatività non è molto lontana. 
È lecito supporre che il risultato ottenuto a San Pierino possa essere dovuto allo scarso controllo 
biologico nei giardini, cortili e orti (questi ultimi diffusissimi a San Pierino) di proprietà privata, in cui 
sono presenti molti bidoni per innaffiare, vasi, sottovasi, pozzetti e recipienti vari. Nonostante le 
comunicazioni da parte del comune di Fucecchio, tutti i contenitori sopra citati non vengono svuotati 
settimanalmente dai cittadini, né sono stati trattati con antilarvali se risultava impossibile svotarli. Ciò 
ha permesso lo sviluppo di una grande quantità di larve di Ae. albopictus malgrado il trattamento delle 
caditoie lungo tutte le strade di San Pierino. Trattare periodicamente il territorio pubblico con antilarvali 
non risulterebbe quindi sufficiente. Infatti, considerando gli studi svolti a Montecatini Terme, Cesena e 
Pesaro, in cui il controllo biologico è stato realizzato non solo su suolo pubblico, ma anche in aree 
private, i risultati hanno dimostrato che la riduzione della densità di popolazione della zanzara tigre era 
significativa [256, 257, 258]. 
 
4.1.3 – Adulti 
 
Specie catturate – A San Pierino, delle 9 specie catturate, Ae. albopictus e Cx. pipiens rappresentano il 
98,9%, mentre le altre 7 specie sono solamente l’1,1%. Di questa percentuale, la specie più comune è 
Cl. longiareolata (69 individui). A San Miniato Basso, delle 8 specie catturate, Ae. albopictus e Cx. 
pipiens rappresentano il 98,7%, mentre le altre 6 specie sono solamente l’1,3%. Di questa percentuale, 
la specie più comune è Cl. longiareolata (52 individui). 
La grande quantità di individui appartenenti alle specie Ae. albopictus e Cx. pipiens riflette la loro ampia 
distribuzione e il fatto che sono estremamente comuni in tutta Italia [247]. 
Valutando la fenologia di Ae. albopictus (figg. 3.1.1.8 e 3.1.2.8), si può osservare che a San Pierino il 
periodo di attività degli adulti è stato da maggio a inizio novembre, con la maggior parte delle zanzare 
catturate tra il 27 luglio e il 20 ottobre e con picco massimo tra il 25 agosto e l’1 settembre (119 adulti, 
56 femmine e 63 maschi). A San Miniato Basso gli adulti sono stati catturati dall’inizio di maggio fino a 
fine novembre e la maggioranza degli individui è stata catturata tra il 4 agosto e il 3 novembre, con 
picco massimo tra l’1 e l’8 settembre (267 adulti, 173 femmine e 94 maschi). La fenologia della zanzara 
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tigre nelle due aree differisce di circa un mese (da luglio a ottobre a San Pierino, da agosto a novembre a 
San Miniato Basso), ma corrisponde a quella di Ae. albopictus in Italia in accordo con quanto detto da 
Romi (1994) [157] e tenendo conto che il periodo in cui si possono trovare gli adulti varia con il clima e 
la latitudine [131]. A Padova per esempio gli adulti si trovano da metà aprile fino ai primi giorni di 
novembre, a Roma si possono trovare adulti anche durante l’inverno [131]. 
Gli adulti di Cx. pipiens sono stati catturati in entrambe le aree durante tutto l’arco di tempo in cui si è 
svolto il monitoraggio (figg. 3.1.1.10 e 3.1.2.10), quindi dal 4 aprile al 24 novembre. A San Pierino la 
maggior parte degli adulti è stata catturata da metà luglio a fine settembre, con picco massimo tra il 18 e 
il 25 agosto (671 adulti, 433 femmine e 238 maschi). A San Miniato Basso la grande maggioranza degli 
adulti è stata catturata da metà giugno e inizio ottobre, con picco massimo tra l’1 e l’8 settembre (422 
adulti, 239 femmine e 183 maschi). Questi dati rispecchiano la fenologia di Cx. pipiens (nella fattispecie 
Cx. pipiens molestus, sottospecie tipicamente urbana e antropofila) caratterizzata dalla omodinamia 
(assenza della diapausa invernale), con periodo di maggiore attività che si verifica durante i mesi estivi 
[2]. 
Confrontando il numero di adulti di Ae. albopictus e Cx. pipiens catturati per settimana (figg. 3.1.1.6 e 
3.1.2.6), a San Pierino apparentemente i periodi durante i quali sono stati catturati la maggior parte degli 
adulti delle due specie corrispondono (da metà luglio a fine settembre), indicando un periodo di attività 
simile. A San Miniato Basso invece, il periodo di maggiore attività di Ae. albopictus (tra agosto e 
novembre) appare in ritardo rispetto a quello di Cx. pipiens (tra giugno e ottobre). Per poter valutare più 
correttamente e per poter trarre delle conclusioni più precise in merito ai periodi di maggiore attività 
degli adulti delle due specie, occorrerebbe svolgere un monitoraggio continuativo negli anni, poiché la 
corrispondenza dell’attività degli adulti a San Pierino potrebbe essere un caso verificatosi durante il 
2014 a seguito delle abbondanti piogge estive, così come potrebbe esserlo anche la differenza di circa un 
mese nei periodi di maggiore attività di Ae. albopictus e Cx. pipiens a San Miniato Basso. 
Le trappole per adulti sono progettate soprattutto per catturare specie antropofile, quindi sono provviste 
di un attrattivo che cerca di riprodurre le sostanze emesse da un essere umano. Il fatto che Cl. 
longiareolata sia una specie essenzialmente ornitofila e batracofila, e punge l’uomo solo 
eccezionalmente, spiegherebbe la relativa piccola quantità di adulti di Cl. longiareolata anche se è una 
specie ben distribuita e piuttosto comune in Italia [247]. Questa spiegazione probabilmente è valida 
anche per Cx. hortensis, specie molto comune in Italia, ma strettamente batracofila [247]. 
Risulta interessante che nonostante Oc. caspius sia comune in Italia (soprattutto lungo le coste), sia 
caratterizzata da una spiccata antropofilia [247], gli adulti volino per distanze che raggiungono i 50 km, 
e il biotopo principale della specie è rappresentato da ambienti umidi, (come le per esempio le risaie in 
Piemonte) [259] molto presenti in Toscana (vicino a San Pierino c’è la zona umida Padule di Fucecchio, 
che è un Sito di Importanza Comunitaria [SIC]) [247], gli esemplari raccolti sono molto pochi (5 a San 
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Pierino e 3 a San Miniato Basso). È possibile che Oc. caspius non sia attratta dalle trappole per adulti 
come invece lo sono altre specie, per motivi ancora sconosciuti, come per esempio accade per le specie 
del genere Anopheles [259]. 
I pochi adulti (2 a San Pierino e 4 a San Miniato Basso) di Oc. rusticus sono dovuti probabilmente al 
fatto che essa è una specie tipica degli ambienti forestali e della macchia mediterranea, inoltre le 
femmine volano solamente per brevi tratti, infatti pungono prevalentemente in prossimità dei focolai 
[247]. 
Cl. annulata (1 a San Pierino e 1 a San Miniato Basso) risulta essere estremamente comune in Italia, ma 
nonostante punga l’uomo e gli animali domestici, è prevalentemente ornitofila. Sono stati catturati 
solamente 2 individui presumibilmente perché si trova soprattutto nei ricoveri degli animali o nei 
magazzini. Cl. annulata mostra una preferenza per la deposizione delle uova in raccolte d’acqua di 
piccole dimensioni [247]. Quest’ultimo aspetto è interessante poiché in San Pierino e San Miniato Basso 
potrebbe quindi esserci una competizione inter-specifica diretta tra le larve Cl. annulata e Ae. albopictus 
a favore di quest’ultima, che ha dimostrato di avere un tasso di sopravvivenza elevato nella 
competizione inter-specifica già con altre specie come Cx. pipiens e Ae. aegypti [169, 170, 172]. 
La presenza di un solo individuo di Cx. theileri (catturato a San Pierino) si può spiegare considerando 
che tale specie non è comune in Toscana, ma è presente in Italia principalemte nel meridione e nelle due 
isole maggiori [247]. L’individuo catturato potrebbe far parte di una piccola popolazione Toscana. 
Per quanto riguarda il genere Anopheles bisogna premettere che la densità di popolazione delle specie 
appartenenti a questo genere è spesso sottostimata, poiché le trappole per adulti risultano in questo caso 
poco efficaci [259]. A San Pierino sono stati catturati 2 adulti di An. maculipennis e a San Miniato Basso 
8 adulti di An. plumbeus. Entrambe le specie sono comuni in Italia [247]. An. maculipennis è 
prevalentemente zoofila e l’adulto punge soprattutto all’interno di ricoveri per animali, An. plumbeus 
punge i mammiferi, compreso l’uomo, e si trova principalmente in luoghi in cui crescono alberi ad alto 
fusto quali Platanus sp., Ulmus sp., Quercus sp. [247], presenti sia a San Pierino che a San Miniato 
Basso e zone limitrofe. An. plumbeus depone le uova anche in contenitori artificiali con acque molto 
alcaline [247]. L’assenza di An. maculipennis a San Miniato Basso e di An. plumbeus a San Pierino 
potrebbe essere un dato casuale dato che l’ambiente è estremamente simile nelle due aree di studio ed è 
probabilmente dovuta alla scarsa efficienza delle trappole per adulti nel catturare le zanzare del genere 
Anopheles. Per una stima migliore della densità e della distribuzione delle specie del genere Anopheles, 
sarebbe utile in futuro utilizzare tecniche alternative alle trappole per adulti, come ad esempio il run-
catch, che consiste nel catturare le zanzare in corsa (es.: con un automobile che viaggia a velocità 





Differenza tra la quantità di Ae. albopictus e Cx. pipiens adulti catturati nelle due aree – La 
quantità totale di adulti raccolti nelle due aree è di 7.732 a San Pierino e 6.000 a San Miniato Basso (fig. 
3.1.3.3), quindi, contro l’aspettativa, a San Pierino sono stati catturati più adulti che a San Miniato 
Basso. Tuttavia è necessario fare una distinzione delle specie. Nel caso di Cx. pipiens, gli adulti catturati 
a San Pierino rappresentano il 49,9% del totale, mentre a San Miniato Basso sono il 31,5%. Ciò 
suggerisce che probabilmente la quantità di Cx. pipiens è maggiore a San Pierino. Gli adulti di Ae. 
albopictus catturati a San Miniato Basso (11,6%) sono circa in percentuale doppia rispetto a quelli 
catturati a San Pierino (5,7%). Seguendo lo stesso ragionamento fatto per Cx. pipiens si può pensare 
quindi che la quantità di Ae. albopictus adulti sia maggiore a San Miniato Basso. Bisogna però 
considerare che in questo caso i dati si basano solamente su 4 trappole (2 per area) che hanno un raggio 
d’azione di circa 10 m in aree relativamente grandi (0,7 km2). Nonostante la differenza degli adulti di 
Ae. albopictus tra le due aree sia significativa, si ricordi che le uova raccolte siano poco al di sotto della 
significatività. Ciò indica che trattare il suolo pubblico con antilarvali senza che venga svolto un 
trattamento adeguato in aree private non è abbastanza per poter ottenere una riduzione significativa della 
densità di popolazione di Ae. albopictus. Il risultato ottenuto con gli adulti di Ae. albopictus dovrebbe 
servire come incentivo per un ulteriore sforzo che consiste essenzialmente nella sensibilizzazione dei 
cittadini nel campo del controllo biologico. 
 
Differenze tra le trappole You Get Out e BG-Sentinel – Non sono state riscontrate grandi differenze 
tra i due tipi di trappola per quanto riguarda la quantità totale degli adulti catturati, infatti e trappole You 
Get Out hanno catturato un totale di 7.149 adulti, mentre le trappole BG-Sentinel ne hanno catturati 
6.583 (tab. 3.1.3.1). 
Ci sono invece notevoli differenze se si fa una distinzione delle specie catturate. Le trappole You Get 
Out hanno raccolto significativamente più Cx. pipiens (97,6% delle specie a San Pierino e 95,3% a San 
Miniato Basso) rispetto alle altre specie (figg. 3.1.1.7 e 3.1.2.7). Le trappole BG-Sentinel hanno raccolto 
il 76,8% di Cx. pipiens a San Pierino e il 52,7% a San Miniato Basso. Entrambi i tipi di trappola 
prendono in percentuale più Cx. pipiens che Ae. albopictus sia a San Pierino che a San Miniato, 
probabilmente perché semplicemente nelle aree di studio c’è un numero maggiore di Cx. pipiens. Le 
trappole BG-Sentinel hanno catturato una quantità maggiore di Ae. albopictus (22,4% a San Pierino e 
45,8% a San Miniato Basso) rispetto alle trappole You Get Out. Quindi apparentemente la trappola BG-
Sentinel cattura più Ae. albopictus della trappola You Get Out in entrambe le aree, mentre la trappola 
You Get Out cattura più Cx. pipiens rispetto alla trappola BG-Sentinel (i valori P degli opportuni test chi 
quadro sono tutti << 0.01). 
Tuttavia il risultato è discutibile perché le trappole non sono piazzate nello stesso luogo, quindi possono 
trovarsi vicine o meno a focolai di Ae. albopictus o Cx. pipiens. La capacità di catturare una specie 
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anziché un’altra potrebbe dipendere dal tipo di attrattivo in dotazione e/o dalla posizione da terra delle 
trappole (You Get Out posizionata a 1,5 metri da terra, BG-Sentinel posizionata direttamente a terra), 
infatti Cx. pipiens vola soprattutto tra zero e 3,5 metri, mentre l’altezza media di volo di Ae. albopictus è 
50 cm da terra [131, 260]. 
 
Capacità di cattura delle trappole per adulti in base al sesso – Nonostante le trappole per adulti siano 
progettate appositamente per catturare femmine adulte [242], durante il monitoraggio è stata catturata 
una grande quantità di maschi. 
Nel caso di Ae. albopictus, a San Pierino durante le settimane di fine agosto e inizio settembre sono stati 
catturati più maschi che femmine (fig. 3.1.1.8). A San Miniato Basso invece, durante luglio e inizio 
agosto, sono stati catturati più maschi che femmine della specie Cx. pipiens (fig. 3.1.2.10). 
Le trappole You Get Out e BG-Sentinel hanno catturato a San Pierino circa 3/5 di femmine e 2/5 di 
maschi sia della specie Ae. albopictus che della specie Cx. pipiens (figg. 3.1.1.9 e 3.1.1.11). A San 
Miniato Basso per quanto riguarda la specie Ae. albopictus, le femmine rappresentano circa 3/4 e i 
maschi 1/4 degli adulti catturati sia nella trappola You Get Out che nella trappola BG-Sentinel, (fig. 
3.1.2.9). La specie Cx. pipiens invece è rappresentata nella trappola BG-Sentinel per circa 2/3 da 
femmine e per 1/3 da maschi (fig. 3.1.2.11b), mentre nella trappola You Get Out i maschi catturati sono 
più della metà (56,4%) rispetto alle femmine (fig. 3.1.2.11a). I maschi di Cx. pipiens (e di altre specie di 
Culicidi) hanno un metabolismo più veloce rispetto alle femmine e quindi i tempi di sviluppo larvale più 
ridotti permettono loro di sfarfallare prima rispetto alle femmine [223]. È possibile che la maggior 
percentuale di maschi di Cx. pipiens a San Miniato Basso, verificatasi soprattutto a fine luglio e inizio 
agosto (fig. 3.1.2.10) sia dovuta alla vicinanza della trappola You Get Out ad un ambiente di sviluppo 
larvale oligotrofico che può essersi sviluppato a seguito delle abbondanti piogge durante il mese di 
luglio, le quali possono aver diluito i nutrienti nei siti di sviluppo larvale. 
In generale, come si può vedere dalla figura 3.1.3.4 che rappresenta il numero totale di femmine e 
maschi catturati nelle due aree di studio a prescindere dalla specie, si può affermare che in entrambi i 
casi le femmine catturate sono circa 3/5 e i maschi 2/5 del totale. La grande quantità di maschi che 
vengono catturati dalle trappole per adulti può essere attribuita al comportamento sessuale. L'attrazione 
dei maschi da parte delle femmine è basata su stimoli acustici: l'organo di Johnston dei maschi (che si 
trova sul pedicello, cioè il secondo articolo delle antenne, vistosamente più grosso per la presenza di tale 
organo) è infatti principalmente deputato alla percezione del ronzio emesso dalle ali della femmina in 
volo [1]. La grande quantità di maschi catturati sia a San Pierino che a San Miniato Basso, in entrambi i 
tipi di trappola, è dovuto probabilmente all’attrazione determinata dal ronzio delle femmine che 




4.2 – Esperimento sulla competizione tra larve 
 
La competizione densità - dipendente per il cibo durante i primi stadi larvali è considerata uno dei più 
importanti fattori che influenzano la dinamica delle popolazioni di zanzare [261, 262, 263]. Il 
sovraffollamento di larve di zanzara nei siti di sviluppo larvale generalmente si traduce in una crescita 
più lenta, alta mortalità e dimensioni degli adulti piccole o non uniformi [174]. 
 
4.2.1 – Numero degli sfarfallamenti 
 
Con poco cibo sono sfarfallati 555 individui contro i 1.079 sfarfallati (quasi il doppio) con molto cibo a 
disposizione (tab. 3.2.1.1). La differenza del numero di sfarfallamenti totali tra condizioni di carenza e 
abbondanza di cibo è altamente significativa (P << 0.01). Questo risultato indica che la competizione 
intra-specifica per il cibo tra larve di Ae. albopictus incide significativamente sul numero di adulti che 
sfarfallano in accordo con il lavoro di Yoshioka et al. (2012) su popolazioni americane di Ae. albopictus 
[174]. Tale fenomeno era stato già notato anche negli esperimenti sulla competizione inter-specifica per 
il cibo tra Ae. albopictus e Cx. pipiens e Ae. albopictus e Ae. aegypti [169, 170, 172, 173]. Tuttavia la 
differenza del numero di sfarfallamenti non appare un fenomeno lineare (figg. 3.2.1.1 e 3.2.1.2). In 
abbondanza di cibo la percentuale degli sfarfallamenti decresce tra 20 e 40 larve allo stesso modo che in 
carenza di cibo, quindi non è stato sufficiente raddoppiare la dose del cibo in corrispondenza al 
raddoppio del numero di larve per mantenere costante la percentuale di farfallamenti. Tra le situazioni  
di 40 e 120 larve la percentuale di sfarfallamenti rimane più o meno costante (test chi quadro non 
significativo) e infine decresce nuovamente per 180 larve in maniera significativa. Non sembra perciò 
che vi sia proporzionalità diretta tra la quantità di cibo a disposizione e il numero di insetti che 
sfarfallano se non nella zona intermedia tra 40 e 120 larve. 
Tenendo conto che il tasso di crescita delle larve è condizionato negativamente dalla sovrappopolazione 
e positivamente dall'abbondanza di cibo [134], evidentemente l’eccessivo affollamento, che 
presumibilmente si verifica spesso in piccoli contenitori artificiali presenti nell’ambiente, ha un peso 
maggiore rispetto all’abbondanza di cibo nel caso di 180 larve iniziali per replica. L’aumento di 
mortalità delle larve in caso di grande affollamento può essere dovuto al partizionamento del cibo 
(minor cibo per larva) [264] e a un meccanismo di regolazione della dinamica di popolazione che 
consiste nel rilascio, da parte di larve mature, di sostanze tossiche nei confronti di larve più deboli [265]. 
C’è una differenza per quanto riguarda il sesso degli adulti sfarfallati in condizioni di cibo carente. Le 
femmine sfarfallate sono state il 25% (fig. 3.2.1.3a) e la percentuale degli sfarfallamenti tende a 
diminuire con l’aumentare dell’affollamento, come accade per Cx. pipiens negli esperimenti sulla 
competizione inter-specifica (nei quali, in alcuni casi le femmine non riescono neanche a diventare 
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adulte) [169, 170]. I maschi in condizioni di cibo carente, seguono un andamento simile a quello delle 
femmine, quindi anche in questo caso la percentuale di sfarfallamenti diminuisce con l’aumentare 
dell’affollamento. Nonostante ciò, i maschi sfarfallati sono stati il 75%, probabilmente a causa del loro 
metabolismo più rapido che consente di sfarfallare in tempi minori sfruttando una minor quantità di cibo 
rispetto alle femmine, le quali non sempre riescono a raggiungere lo stadio di pupa perché il cibo viene a 
mancare [169]. In condizioni di cibo carente quindi è favorito lo sfarfallamento dei maschi. 
Non c’è invece differenza nel numero totale di sfarfallamenti tra maschi e femmine con cibo abbondante 
(fig. 3.2.1.3b), indicando che in tali condizioni non si verifica competizione intra-specifica e che la 
differenza di metabolismo tra i due sessi non influenza il numero di sfarfallamenti. Ciò supporta le stime 
che in genere vengono fatte sul rapporto tra maschi e femmine pari al 50%, sebbene diversi studi non 
abbiano prodotto un risultato concordante [135, 145, 146]. 
 
4.2.2 – Tempi di sfarfallamento 
 
Nei Culicidi lo sfarfallamento dei maschi precede di circa 24 ore quello delle femmine. Lo scopo 
biologico è quello di preparare il maschio all'accoppiamento in quanto in tale intervallo temporale si 
svolge la torsione di 180° dell'ipopigio [265]. Dato che i maschi sfarfallano in tempi minori rispetto alle 
femmine, il confronto tra i tempi di sfarfallamento con cibo carente e cibo abbondante è stato fatto in 
base al sesso. 
In generale quasi tutti gli adulti, sia maschi che femmine, sia in condizioni di cibo carente che 
abbondante, sfarfallano tra il giorno 8 e il giorno 13 (figg. 3.2.2.1 e 3.2.2.2) e la maggioranza degli 
insetti sfarfallano i giorni 9 e 10. 
Ricordando che il ciclo biologico di Ae. albopictus dura circa 10 giorni in condizioni ottimali [2], 
l’affollamento e la carenza di cibo risultano apparentemente ininfluenti sui tempi di sfarfallamento, in 
accordo parzialmente con Mori (1979), il quale afferma che i tempi di sviluppo non sono influenzati 
dall’affollamento, ma dipendono dalla carenza di cibo [133]. Guardando la figura 3.2.2.1 si può vedere 
in effetti, che in condizioni di cibo carente, alcuni individui, sia maschi che femmine, sono sfarfallati 
dopo tempi di sviluppo larvale molto lunghi, che arrivano anche oltre 50 giorni (in un caso l’adulto è 
sfarfallato al giorno 63). Tuttavia gli individui sfarfallati tra il giorno 8 e il giorno 13 sono 523, mentre 
gli individui sfarfallati in tempi più lunghi (a partire dal giorno 21) sono 21. Oltre il 96% degli adulti 
quindi è sfarfallato entro il giorno 13, rendendo trascurabili gli sfarfallamenti avvenuti dopo il giorno 21 
e delineando che affollamento e carenza di cibo generalmente non influiscono sui tempi di 
sfarfallamento. 
Considerando solo le femmine, la percentuale di quelle sfarfallate i giorni 9 e 10 in carenza di cibo è 
minore che in abbondanza di cibo (valori P dei test chi quadro <0,01). Nei giorni successivi però le due 
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percentuali sono simili, quindi la competizione intra-specifica per il cibo risulta influenzare i tempi di 
sfarfallamento delle femmine solamente durante i primi giorni in cui sfarfallano, confermando che il 
metabolismo delle femmine durante lo sviluppo larvale richiede più tempo e maggiore energia rispetto a 
quello dei maschi [169]. 
 
4.2.3 – Dimensioni degli adulti 
 
Le misurazioni e i dati messi a confronto sono stati distinti in base al sesso, dato che il corpo dei maschi 
è generalmente circa il 20% più piccolo di quello delle femmine [21]. Paragonando le dimensioni degli 
adulti sfarfallati a parità di numero di larve iniziali, questa condizione è generalmente rispettata nel caso 
di cibo abbondante, mentre invece non c’è significativa differenza nelle dimensioni tra maschi e 
femmine in regime di cibo carente nella maggioranza dei casi (tab. 3.2.3.3). Ciò indica che la 
competizione intra-specifica per il cibo probabilmente tende a omogenizzare le dimensioni delle 
femmine e maschi adulti. Paragonando gli adulti dello stesso sesso in condizioni di carenza e 
abbondanza di cibo, si può notare che la differenza delle dimensioni è altamente significativa, quindi si 
può ragionevolmente affermare che la competizione intra-specifica per il cibo influenza le dimensioni 
degli adulti che sfarfallano rispetto a una condizione in cui non si verifica competizione intra-specifica 
per il cibo. Questi risultati sono concordanti con i lavori di Costanzo et al. (2005) e con Yoshioka et al. 
(2012) su popolazioni americane di Ae. albopictus [170, 174]. 
Le dimensioni delle femmine adulte sono correlate alla fertilità, infatti femmine più grandi sono in 
grado di deporre più uova, per cui la misura della grandezza del corpo delle femmine è utile per valutare 
la fitness riproduttiva [150, 266]. Visto che nelle città i focolai principali di Ae. albopictus sono vasi, 
sottovasi, tombini e caditoie [36, 165] nei quali è presente una grande quantità di sostanze organiche e 
quindi di nutrienti [267], si può ragionevolmente supporre che la fitness riproduttiva di Ae. albopictus in 
ambiente urbano non risente dell’affollamento nei siti di sviluppo larvale. 
 
4.3 – Considerazioni finali 
 
Questo lavoro di tesi conferma quanto sia difficile attuare un controllo biologico efficace in ambiente 
urbano, difficoltà che deriva soprattutto dalla scarsa conoscenza dei cittadini di nozioni fondamentali 
riguardo alla prevenzione. Inoltre, considerando che San Pierino è un piccolo paese, la difficoltà è 
certamente maggiore in città come ad esempio Roma, nella quale Ae. albopictus è ormai saldamente 
radicata [268]. 
Generalizzando si può affermare che in Italia, i provvedimenti adottati subito dopo la scoperta di Ae. 
albopictus non hanno portato all’eradicazione dell’infestazione, che anzi si è rapidamente propagata nel 
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Paese, consolidandosi ed estendendosi ulteriormente in ampie zone soprattutto dell’Italia settentrionale e 
centrale [269, 270]. Da una parte questo è successo perché sono state insufficienti in Italia le misure per 
prevenire la dispersione della zanzara con il commercio dei copertoni usati, sua principale se non unica 
via di diffusione [95, 267, 270, 271], dall’altra perché largamente inferiori alle necessità sono stati la 
ricerca e il monitoraggio attivo della zanzara stessa. A quel punto ogni provvedimento per far regredire 
la zanzara si rivela inefficace. In Italia l’eradicazione di questa zanzara è riuscita solo nei pochissimi 
casi in cui il monitoraggio attivo della stessa è stato tempestivo e i provvedimenti di lotta sono stati presi 
quando ancora la sua popolazione era molto ridotta [269]. 
Uno dei modi per limitare l’invasione di Ae. albopictus e impedire l’ingresso di nuove zanzare lo si può 
trovare nella modalità di sorveglianza e controllo. In Italia si importano annualmente di 13-16 tonnellate 
di copertoni usati (dati ISTAT), di cui un numero tra il 3,3% (0,5 t) e il 6,6% (1 t) proviene da aree di 
endemia di Ae. albopictus (principalmente il sud degli Stati Uniti). Reiter nel 1998 ha sottolineato come 
l’Italia abbia importato in più riprese tra il 1988 e il 1995 varie migliaia di copertoni usati da paesi a 
rischio (44.687 dagli Stati Uniti, 48.032 dal Giappone, 1.550 da Taiwan) [272]. Questo significa che il 
nostro Paese ha subito, e rischia di subire, la continua importazione di popolazioni diverse della specie. 
Sebbene Ae. albopictus sia ormai saldamente radicata in Italia, l’importazione di nuove popolazioni va 
comunque prevenuta per limitare la variabilità genetica di quelle esistenti e per evitare l’accidentale 
introduzione di virus esotici [273]. Nonostante l’allarme lanciato dall’Istituto Superiore di Sanità 
all’inizio degli anni ’90, a tutt’oggi l’importazione di copertoni usati in Italia da zone di endemia di Ae. 
albopictus non è ancora regolamentata a livello nazionale, sebbene iniziative isolate siano state prese a 
livello regionale. D’altra parte l’esperienza degli Stati Uniti, dove la materia è regolamentata con legge 
federale, ha dimostrato che una legge sull’importazione non è da sola sufficiente, senza successivi 
controlli, a prevenire completamente l’ingresso di materiali potenzialmente infestati [272] e tantomeno a 
frenare la diffusione interna dell’infestazione [182]. Quindi oltre che imporre la disinfestazione a tutti i 
carichi di copertoni usati provenienti da Asia e America, sarebbe altrettanto necessario imporre lo 
stoccaggio al coperto e la disinfestazione periodica su tutto il territorio nazionale di determinati 
materiali, ivi compresi quelli destinati all’esportazione. Con buona probabilità infatti copertoni infestati 
da uova di Ae. albopictus sono stati e sono spediti dal nostro paese in tutto il mondo (nel solo periodo 
1993-95 l’Italia ha esportato circa 13.000 tonnellate di copertoni usati in 77 paesi dei 5 continenti) 
[272]. Esiste infine il rischio di importare nuove specie di zanzare che si sviluppano nei copertoni. 
Carichi infestati provenienti dagli USA hanno causato, nel 1997, l’importazione di una seconda specie, 
Aedes atropalpus [274] che però, grazie alla efficienza della rete di sorveglianza attivata nel frattempo, è 




Azione di prevenzione e partecipazione comunitaria – Quando si rivela vana la possibilità di eradica-
re la zanzara da una determinata area, gli interventi di controllo devono puntare alla riduzione della den-
sità della specie fino a livelli di buona sopportabilità. Anche questo secondo obiettivo non è comunque 
facile da raggiungere se non integrando attività tra loro diverse. Infatti, poiché gran parte dei focolai lar-
vali della zanzara tigre sono costituiti da contenitori, è evidente che i soli interventi di disinfestazione, 
che necessariamente interessano il suolo pubblico, non sono sufficienti a risolvere il problema [2]. Il 
principale metodo di controllo rimane dunque l’azione preventiva, ovvero l’eliminazione dei focolai che 
consiste essenzialmente in azioni semplici attuabili da chiunque, come svuotare i sottovasi settimanal-
mente, coprire i copertoni lasciati all’aperto e i contenitori e bidoni contenenti acqua usati per 
l’irrigazione degli orti, usare predatori naturali contro le larve di zanzara (per es. la gambusia) quando è 
possibile, usare i larvicidi per caditoie e tombini. L’azione preventiva andrebbe condotta durante tutto 
l’anno, anche durante i mesi invernali, informando la popolazione sui corretti comportamenti da adottare, 
imponendo talora anche ordinanze specifiche. L’attività di informazione-formazione dei cittadini si di-
mostra sempre più spesso il mezzo più efficace per ottenere risultati positivi a lungo termine. La parte-
cipazione comunitaria alla “riduzione dei focolai larvali” va perseguita con tutti mezzi possibili, dal vo-
lantino all’impiego dei media. Si rivela peraltro molto efficace il lavoro condotto sui ragazzi in età sco-
lare che risultano generalmente molto più recettivi degli adulti [2]. 
 
Appare in conclusione di rilevante importanza e interesse al fine di adottare le strategie di lotta più effi-
caci, poter disporre di serie temporali di dati sul monitoraggio attivo di Ae. albopictus in zone ad alto ri-
schio di infestazione. Sarebbe quindi utile in futuro, continuare con il controllo biologico a San Pierino 
con un maggiore ausilio da parte dei cittadini per il trattamento delle aree private e monitorare con co-
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